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1. Einleitung 
Organtransplantationen und medizinische Zellersatzstrategien haben in den letzten 
Jahren enorme Fortschritte gemacht, sodass sie bei verschiedenen Pathologien zu 
einem akzeptierten und etablierten Therapieverfahren geworden sind. So zählen 
heutzutage Transplantationen von Niere, Herz, Leber, Lunge, Pankreasgewebe und 
Knochenmark zu Routineverfahren. Jedoch stehen dem steigenden Bedarf an Organen 
stagnierende oder gar rückläufige Spenderzahlen gegenüber. Auch 
Abstoßungsreaktionen stellen in einigen Fällen ein nicht beherrschbares Problem dar. 
Daher wird bereits seit längerer Zeit über Alternativen zur klassischen 
Organtransplantation geforscht. Dennoch bleiben Zellersatz und Transplantation für 
verschiedene komplexe Gewebe ohne funktionell ausreichende Geweberegeneration 
eine große wissenschaftliche Herausforderung. Dies gilt insbesondere für Krankheiten 
des Nervensystems und des Herzmuskelgewebes. Jedoch nicht nur an Organen 
besteht ein Mangel, auch Gewebe wie Haut, Knochen und Knorpel fehlen, 
beispielsweise bei der Behandlung von Verbrennungsopfern und Schwerverletzten, bei 
denen eine physiologische Zell- und Gewebsregeneration unmöglich ist. Ein Ziel der 
gegenwärtigen Forschung ist, diese Regeneration mittels „tissue engineering“ 
wiederherzustellen, um menschliche Gewebe mittels geeigneter zellbesiedelter 
Biomaterialien nachzubilden oder zumindest ihre Funktion nachzuahmen. Die neuen 
Entwicklungen auf dem Gebiet der Stammzellbiologie eröffnen erstmals Perspektiven, 
die einen Einsatz bestimmter Stammzelltypen als potentielle Zell-Quelle möglich 
machen. 
 
1.1 Stammzellen 
Als Stammzellen werden die Zellen bezeichnet, die a) proliferationsaktiv sind und b) in 
unterschiedliche, gewebsspezifische Tochterzellen differenzieren können. 
Entscheidend für diesen Selbsterneuerungs- oder Differenzierungszyklus ist die 
spezifische Mikroumgebung der Stammzellen, die „Nische“ genannt wird. Sie führt 
dazu, dass die Stammzellen ihr Selbsterneuerungs- und Differenzierungspotential 
behalten, bis sie ein Signal zur Teilung und/oder Migration empfangen (Blanpain et al. 
2004). In vielen Geweben des adulten Organismus existieren zeitlebens 
organspezifische Stammzellen, die wichtige Aufgaben bei der physiologischen 
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Geweberegeneration und -reparatur erfüllen. Sie erhalten die Funktionsfähigkeit von 
Organen und Geweben aufrecht, indem sie neue differenzierte Zellen nachliefern.  
 
1.1.1 Embryonale Stammzellen 
Embryonale Stammzellen (ES-Zellen) bilden den Embryoblasten (innere Zellmasse) der 
Blastozyste (früher Embryo). Beim Menschen sind sie vom 4. bis zum 7. Tag nach der 
Befruchtung nachweisbar bzw. isolierbar. Danach differenzieren sich die embryonalen 
Stammzellen und bilden die drei Keimblätter (Ektoderm, Mesoderm und Entoderm). Sie 
werden als pluripotent bezeichnet wegen ihrer Fähigkeit, unter geeigneten Bedingungen 
alle Zell- bzw. Gewebstypen, mit Ausnahme der Plazenta, zu bilden (Shamblott et al. 
1998; Thomson et al. 1998; Amit et al. 2000). Zudem werden sie charakterisiert durch 
ihre hohe Telomeraseaktivität in Kultur und ihre stabile Chromosomenzahl (Wobus et al. 
1984; Shamblott et al. 2001).  
Aufgrund ihrer hohen Telomeraseaktivität und der Fähigkeit in Gewebstypen aller drei 
Keimblätter zu differenzieren, liegt das besondere Interesse an ES-Zellen im Zell- und 
Gewebeersatz, v.a. von Geweben ohne funktionell ausreichende Geweberegeneration, 
wie  z.B. dem zentralen Nervensystem und dem Herzmuskelgewebe. Zum derzeitigen 
Stand der Forschung liegen bereits zahlreiche Ergebnisse zur in vitro und in vivo-
Differenzierung von ES-Zellen in Nerven-, Herzmuskel- und insulinproduzierenden 
Zellen, Zellen des hämatopoetischen Systems, Osteoblasten, Endothelzellen, 
Adipozyten und Hepatozyten vor (Pera et al. 2000; Kehat et al. 2001; Odorico et al. 
2001; Zhang et al. 2001). Für den klinischen Einsatz der ES-Zellen muss jedoch als 
wichtigstes Kriterium sichergestellt werden, dass die Donorzellen eine reine, nicht-
tumorbildende Population darstellen, da die Transplantation undifferenzierter ES-Zellen 
zur Ausbildung von Teratomen oder Teratokarzinomen führt (Kleinsmith et al. 1964; 
Andrews 1998; Solter 2006). Ein weiteres Problem bei der Anwendung von ES-Zellen 
besteht in der Gefahr der Abstoßung. ES-Zellen sind Fremdzellen und bei der 
Differenzierung in reife Gewebe  entwickeln sie HLA (Histokompatibilitäts)-Merkmale 
des Spenders. Sie erfordern daher eine lebenslange Immunsuppression, um eine 
Abstoßungsreaktion beim Empfänger zu verhindern. Es gibt zwar schon erste Ansätze, 
um das Problem der Immunogenität zu umgehen, die jedoch alle mit weiteren Risiken 
und Komplikationen behaftet sind (Trounson et al. 2001).  
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1.1.2 Adulte Stammzellen 
Die adulten Stammzellen finden sich ubiquitär im erwachsenen Organismus und dienen 
dem lebenslangen Gewebeersatz. Sie bieten im Gegensatz zu den embryonalen 
Stammzellen den Vorteil, dass ihre Gewinnung relativ einfach und die Forschung 
ethisch unbedenklich sind. Ein weiterer entscheidender Vorteil ist die Möglichkeit der 
autologen Gewinnung und, dass nach erfolgter Expansion, die theoretische Möglichkeit 
einer Reimplantation ohne Immunsuppression besteht. Die Telomeraseaktivität und 
Proliferationsgeschwindigkeit der adulten Stammzellen sind allerdings im Gegensatz zu 
den embryonalen Stammzellen deutlich herabgesetzt, sodass sie nur begrenzt 
expandierbar sind.  
In den letzten Jahren konnten einige Arbeitsgruppen zeigen, dass adulte Stammzellen 
unter bestimmten Bedingungen eine höhere Plastizität als bisher angenommen besitzen 
(Pittenger et al. 1999; Reyes et al. 2001; Verfaillie 2002; Verfaillie et al. 2003). Folgende 
Mechanismen als Erklärungsansatz für diese Potentialität wurden dabei postuliert (Wei 
et al. 2000; Almeida-Porada et al. 2001; Blau et al. 2001; Goodell 2001; Wulf et al. 
2001; Prockop et al. 2003): 
• Genetische Reprogrammierung/Dedifferenzierung: Entdifferenzierung und 
Transformation in eine unreife Zelle 
• Transdifferenzierung: direkte Differenzierung ohne Reprogrammierung in Zellen 
eines nicht-verwandten Gewebetyps 
• Pseudoplastizität: Gemisch mehrerer Stamm- und Progenitorzellen 
• Pluripotenz: direkte Differenzierung in verschiedene Zelltypen unterschiedlicher 
Keimblätter 
• Zellfusion: Verschmelzung von zwei Zellen mit genetischem Austausch ohne 
echte Transdifferenzierung 
Als Beispiel für adulte Stammzellen werden im Folgenden die mesenchymalen 
Stammzellen beschrieben, die in der vorliegenden Arbeit eingesetzt wurden. 
 
1.1.2.1 Mesenchymale Stammzellen 
Das Mesenchym stellt das embryonale Bindegewebe dar und kommt nur während der 
embryonalen Entwicklung vor. Es ist das erste nicht-epitheliale Gewebe, das während 
der Frühentwicklung entsteht. Intraembryonal geht es v.a. aus dem Mesoderm hervor, 
kann aber auch entodermaler (z.B. Thymusretikulum) oder ektodermaler (z.B. 
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Kopfmesenchym) Herkunft sein. Das Mesenchym besteht aus verzweigten, 
fortsatzreichen Zellen, die ein lockeres Netzwerk bilden. Alle Bindegewebe und der 
überwiegende Teil der glatten Muskulatur, sowie Herz- und Skelettmuskulatur gehen 
auf das Mesenchym zurück. Mesenchymzellen sind multipotent, das heißt, sie können 
sich durch weitere Differenzierung zu höher spezialisierten Zellen entwickeln, 
beispielsweise zu Fibroblasten, Chondroblasten, Osteoblasten und Myoblasten 
(Junqueira et al. 1996).  
Adulte mesenchymale Stammzellen (engl. mesenchymal stem cells, MSC) wurden 
erstmals 1968 von Friedenstein und seinen Mitarbeitern beschrieben (Friedenstein et al. 
1968). Sie zeigten, dass eine kleine Zellfraktion des Knochenmarks an Zellkulturplastik 
adhärent wird. Bei diesen Zellen handelt es sich um spindelförmige, den Fibroblasten 
ähnliche Zellen mit einem Durchmesser zwischen 15 und 50µm. Fünf bis sieben Tage 
nach der Isolation sind die ersten Kolonien zu erkennen. Adulte MSC dienen 
physiologischerweise der Regeneration mesenchymaler Gewebe, wie z.B. Knochen, 
Knorpel, Sehnen, Fettgewebe und Stroma und lassen sich auch in vitro unter 
variierenden Zellkulturbedingungen in diese Zelltypen differenzieren. Eine spontane 
Differenzierung während der Kultivierung der MSC erfolgt nicht, aber ab Passage fünf 
tritt ein Verlust der Differenzierbarkeit auf (Pittenger et al. 1999). Die MSC 
unterscheiden sich von den hämatopoetischen Stammzellen des Knochenmarks durch 
ihr Adhärenzvermögen und die fehlenden Oberflächenmarker, wie CD14, CD34 und 
CD45, die die hämatopoetischen Stammzellen charakterisieren (Javazon et al. 2004). 
Trotz intensiver Charakterisierung der MSC ist noch kein spezifischer MSC-Marker bzw. 
ein spezifisches Markermuster beschrieben worden. Als Marker exprimieren die MSC 
jedoch CD51, CD54, CD73, CD105 und Oct-4 (Pittenger et al. 1999). Bei den MSC 
handelt es sich um eine heterogene Population. Kultivierte MSC variieren in ihrer 
Genexpression, ihrer Differenzierungskapazität, ihrem Phänotyp und ihrem 
Expansionspotential (Le Blanc et al. 2005). Zellzyklusstudien zeigten, dass eine geringe 
Zellfraktion der MSC ein hohes Proliferationspotential (ca. 10% in S-, G2- und M-Phase) 
besitzt und der Großteil der Zellen sich in der G0/G1-Phase befindet (Conget et al. 
1999; Minguell et al. 2001).  Das Expansionspotential der MSC ex vivo ist hoch, aber 
ebenfalls stark variierend (Bruder et al. 1997; Conget et al. 1999; Phinney et al. 1999; 
Minguell et al. 2001). Unter optimalen Bedingungen durchlaufen die MSC in ungefähr 
10 Wochen ca. 50 Populationsverdopplungen (Colter et al. 2001). Das 
Expansionspotential ist jedoch auch abhängig von der Art der Isolation (Bruder et al. 
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1997) und sowohl von Alter als auch körperlicher Verfassung des Donors (Digirolamo et 
al. 1999). Trotz des hohen ex vivo Expansionspotentials bleibt der Karyotyp und die 
Telomeraseaktivität der MSC unverändert stabil (Pittenger et al. 1999). Humane MSC 
weisen zudem morphologische Unterschiede auf. Es können zwei verschiedene 
morphologische Zelltypen unterschieden werden. Die Zellen des einen Zelltyps sind 
spindelförmig, proliferieren schnell und bilden große Kolonien aus. Die Zellen des 
anderen Zelltyps hingegen erscheinen abgeflacht und breit, bilden kleine, nicht-
konfluente Kolonien aus und haben eine wesentlich geringere Teilungsrate. In höherer 
Passagezahl nimmt die Anzahl der breiten Zellen zu Ungunsten der spindelförmigen 
Zellen ab, sodass diskutiert wird, ob die spindelförmigen in die breiten Zellen 
übergehen. Diese Annahme wird bestätigt durch Beobachtung von Zellen in Kultur mit 
einer intermediären Morphologie (Digirolamo et al. 1999). Außerdem wird ein dritter 
Phänotyp diskutiert. Hierbei handelt es sich um eine Population sehr kleiner 
(Durchmesser ca. 7µm), runder Zellen mit hoher Teilungsrate und großem 
Differenzierungspotential. 
Die Analyse der Zytokin-Expression der MSC lässt einige Aussagen über ihre Aufgabe 
im Knochenmark zu. Die MSC produzieren verschiedene hämatopoetische und nicht-
hämatopoetische Wachstumsfaktoren, Interleukine und Chemokine, wie z.B. LIF, GM-
CSF, G-CSF, M-CSF, IL-6, IL-7, sodass man daraus schließen kann, dass sie für die 
stromale Mikroumgebung verantwortlich sind, die auslösende und regulatorische 
Signale für die hämatopoetischen Progenitorzellen und alle nicht-hämatopoetischen 
Zellen des Knochenmarks darstellen (Klein 1995; Reese et al. 1999; Cheng et al. 2000). 
Die MSC produzieren ebenfalls eine Reihe von Molekülen der Extrazellulärmatrix, wie 
Fibronektin, Laminin, Kollagen und Proteoglykane, was ebenfalls eine Teilnahme in 
dem Aufbau einer Mikroumgebung im Knochenmark bestätigt (Chichester et al. 1993).  
Ob MSC auch im Blut Erwachsener zirkulieren oder sich schon während der 
Embryonalentwicklung im Körper verteilen, ist zum jetzigen Stand der Forschung noch 
unklar.  
MSC scheinen ein breites Differenzierungsspektrum aufzuweisen. Sie lassen sich in 
drei typischen Differenzierungswegen zu Adipozyten, Chondrozyten und Osteoblasten 
nach Protokollen von Pittenger et al. (1999) differenzieren. Einigen Forschungsarbeiten 
zu Folge ist mittlerweile auch eine Differenzierung zu Stromazellen, glatten 
Muskelzellen (Caplan 1994; Prockop 1997), Herzmuskelzellen (Fukuda 2003), 
epidermalen Zellen (Nakagawa et al. 2005; Fu et al. 2006), Astrozyten (Kopen et al. 
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1999), Oligodendrozyten und neuronalen Zellen möglich (Zhang et al. 2006). Das 
Differenzierungspotential wäre somit nicht nur auf mesenchymales Gewebe beschränkt, 
sondern wäre keimblattüberschreitend (Jiang et al. 2002). Trotz intensiver Forschung 
mit mesenchymalen Stammzellen konnte bisher keine ausreichende Erklärung für ihre 
Plastizität gefunden werden. Ergebnisse, die für ein keimblattüberschreitendes 
Differenzierungspotential der mesenchymalen Stammzellen sprechen, müssen jedoch 
immer kritisch betrachtet und Differenzierungsartefakte, wie Fusions- und 
Phagozytosephänomene müssen ausgeschlossen werden. 
 
1.1.3 Zellfusion 
Transdifferenzierung bezeichnet die direkte Umwandlung eines differenzierten Zelltyps 
in einen anderen, wobei es zu Änderungen der Genexpression und damit auch der 
Zellmorphologie und Zellfunktion kommt. In der Stammzellforschung konnte gezeigt 
werden, dass adulte Stammzellen außerhalb ihres Ursprungsgewebe unter 
verschiedenen Bedingungen in eine Vielzahl von Zellen differenzieren können. Jedoch 
sind einige Studien, die das Phänomen der Transdifferenzierung beschreiben, nicht 
evidenzbasiert. So sind die Kriterien, die notwendig für den Beweis der 
Transdifferenzierung sind, nicht erfüllt: a) Transplantation einer reinen Stammzellkultur, 
b) Beweise für funktionelle Differenzierung und c) genetische Analyse (Wagers et al. 
2002).  
Eingehende Studien mit dem Phänomen der Transdifferenzierung zeigten Anfang 2002 
die Möglichkeit der spontanen Fusion als alternative Erklärung einiger 
Transdifferenzierungsphänomene auf (Blau 2002; Terada et al. 2002; Weimann et al. 
2003). In den folgenden Jahren wiesen weitere Arbeitsgruppen anhand verschiedener 
Detektionssysteme, wie z.B. dem Cre/lox-Rekombinationssystem oder Markierung mit 
GFP+, Fusionsereignisse bei Transplantationsstudien nach (Alvarez-Dolado et al. 2003; 
Prockop et al. 2003; Spees et al. 2003). So zeigen die Ergebnisse, dass 
Fusionsphänome nicht nur in vitro auftreten, sondern auch in vivo nach Injektion bzw. 
Transplantation von Stammzellen in den Organismus. Transplantierte, markierte 
Stammzellen des Knochenmarks fusionieren mit Hepatozyten der Leber, Purkinje-
Zellen des Gehirns und Kardiomyozyten im Herzen und es konnte keine sichere 
Transdifferenzierung ohne Fusionsphänomene beobachtet werden (Alvarez-Dolado et 
al. 2003). Studien zur entodermalen Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen 
in einer Co-Kultur mit hitzegeschockten Epithelzellen des Respirationstraktes zeigen 
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ebenfalls, dass die GFP+-markierten MSC sich nach ersten Beobachtungen rasch in 
die Epithelzellen zu differenzieren scheinen, doch dass Zell- und Kernfusion der MSC 
mit den Epithelzellen ein sehr häufiges Phänomen sind (Spees et al. 2003). 
Es stellt sich also die Frage, welche Rolle die Fusion im Rahmen der Plastizität und 
auch im Gewebeersatz spielt, da sie alleine nicht die Differenzierung in multiple 
Zelltypen in Kultur erklären kann (Pittenger et al. 1999; Prockop et al. 2003; Spees et al. 
2003). Arbeitsgruppen, die sich mit dieser Problematik beschäftigt haben, erwarten, 
dass die fusionierten Zellen Intermediärprodukte im Rahmen des Gewebeersatzes oder 
Endprodukte im Rahmen des Zelluntergangs darstellen (Prockop et al. 2003). Eine 
definitive Erklärung für dieses Phänomen gibt es jedoch noch nicht. Die Annahmen 
wurden jedoch durch die Tatsache bestätigt, dass Fusion auch unter physiologischen 
Bedingungen ohne erhöhten Selektionsdruck auftritt und möglicherweise notwendig für 
die Homöostase von Geweben ist (Alvarez-Dolado et al. 2003). 
Das Fusionsphänomen als Ursache für eine Transdifferenzierung sollte in gut 
konzipierten Differenzierungsmodellen ausgeschlossen sein.  
 
1.2 Haut  
1.2.1 Anatomie der Haut 
Die Haut bedeckt die äußere Körperoberfläche und steht im Dienst von 
Regulationssystemen (Temperatur-, Elektrolyt- und Wasserhaushalt), beherbergt 
Sinnesorgane und spielt eine wesentliche Rolle bei zahlreichen immunologischen 
Prozessen. Mit einer Fläche von 1,5-1,8 m2 ist sie das größte Einzelorgan des Körpers. 
Die Haut gliedert sich in die Kutis (Haut im engeren Sinne), die Tela subcutanea 
(Unterhaut) und die Hautanhangsgebilde (Haare, Nägel, Drüsen). Die Kutis lässt sich 
gliedern in die Epidermis, bestehend aus mehrschichtigem, verhornten Plattenepithel 
und die Dermis aus faserreichem, straffem Bindegewebe. Die Tela subcutanea besteht 
aus gefäßreichem, lockerem Bindegewebe und Fettgewebe des Panniculus adiposus.  
Während der Embryogenese entwickelt sich die Epidermis ab der 7. Embryonalwoche 
aus dem Ektoderm. Die Dermis hingegen entstammt dem Mesenchym, das dem 
Ektoderm unmittelbar anliegt und die Entwicklung der Epidermis beeinflusst. Die 
Subkutis entwickelt sich aus dem paraxialen Mesoderm  (Dermatom des Somiten) 
(Sadler et al. 2003).  
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1.2.1.1 Aufbau der Epidermis 
Die Epidermis unterliegt einer starken Zellerneuerung. Innerhalb von 30 Tagen wird die 
gesamte Epidermis durch Proliferation von epidermalen Stammzellen ersetzt. 85% aller 
Zellen der Epidermis sind Keratinozyten, die restlichen 15% stellen Melanozyten 
(Pigmentzellen), Langerhans-Zellen (Makrophagozyten) und Merkel-Zellen (Tastzellen) 
dar. Abhängig von den verschiedenen Schichten (Stratum basale, spinosum, 
granulosum, lucidum, corneum) der Epidermis variiert die Erscheinungsform der 
Keratinozyten.  
Das Stratum basale besteht aus basophilen, kubisch bis hochprismatischen Zellen. 
Basal sind die Zellen des Stratum basale über Hemidesmosomen mit der 
Basalmembran verbunden. Lateral und apikal weisen die basalen Zellen zahlreiche 
Desmosomen (Maculae adhaerentes) zur Verknüpfung mit den Nachbarzellen auf. Die 
Zellen sind reich an sauren Zytokeratinen (CK), wie CK14, sowie basischen und 
neutralen Zytokeratinen (besonders CK5), die zu lockeren Bündeln zusammengelagert 
sind. Im Stratum spinosum haben die Keratinozyten eine polygonale Morphologie. 
Kennzeichnend sind die vielen Zytoplasmaausläufer an der Oberfläche der Zellen, die 
an ihrer Spitze Desmosomen zur Verknüpfung mit Nachbarzellen haben. Daher kommt 
auch ihr lichtmikroskopisch erkennbar stacheliges Aussehen zustande. Es werden 
besonders die Zytokeratine CK1 (basisch) und CK10 (sauer) exprimiert, die sich zu 
einem Heterodimer, sogenannten Tonofibrillen zusammenlagern, die die Haut gegen 
Scherwirkungen stabilisieren. Das Stratum granulosum wird von den Keratinozyten 
während ihrer transepithelialen Wanderung nach ca. 12 Tagen erreicht. Die Zellen sind 
stark abgeflacht und bilden in der Regel 1-5 Schichten. Sie sind gekennzeichnet durch 
viele, stark verdichtete Tonofibrillen, Keratohyalin und membranumschlossene lamelläre 
Granula, die im Wesentlichen zur Abdichtung beitragen. Das Stratum corneum besteht 
aus, je nach Körperregion, variierend vielen Schichten, die von 0,5-0,8µm dicken 
Hornzellen gebildet werden. Durch die Abflachung der Keratinozyten während der 
Wanderung kommt es dazu, dass eine Stratum corneum-Zelle etwa 25 Zellen des 
Stratum basale bedeckt. Morphologisch sind Veränderungen an der Zellmembran, 
Abbau aller Zellbestandteile und die Bildung von weiterem Keratin nachweisbar. 
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Abbildung 1: Schematische lichtmikroskopische (a) und elektronenmikroskopische (b) Darstellung der 
Keratinozyten in den Hautschichten (verändert nach E.G. Jung und I. Moll, 2003, Georg Thieme Verlag). 
Histologie der Haut des Erwachsenen nach PAS-Färbung (C) und nach immunhistochemischer Analyse 
mit Pan-Zytokeratin (D).Die PAS-Färbung verdeutlicht die Basalmembran (C, Pfeile) mit der die Zellen 
des Str. basale über Hemidesmosomen oder Wurzelfüßchen verbunden sind. Die Zellen des Str. basale 
sind kubisch bis hochprismatisch und senkrecht zur Hautoberfläche angeordnet. Die Zellen des Str. 
spinosum sind polygonal und untereinander über Desmosomen verbunden. Die Keratinozyten des Str. 
granulosum flachen stark ab und bilden die letzten 1-5 Schichten. In der obersten Schicht der Epidermis, 
dem Str. corneum, werden die Keratinozyten apoptotisch und übrig bleiben die eosinophilen 
Hornschuppen. Die immunhistochemische Analyse mit Pan-Zytokeratin markiert die Keratinozyten (D, 
grün). 
 
Die Epidermis wird unter normalen Bedingungen innerhalb von 30 Tagen erneuert, und 
zwar kommt es im Stratum basale und in geringerem Umfang auch im Stratum 
spinosum zu Mitosen. Bis zur 4. Generation handelt es sich um differentielle 
Zellteilungen. Dies bedeutet, dass von den beiden Tochterzellen einer Stammzelle 
jeweils wieder eine als Stammzelle fungiert. Nach der 4. Zellgeneration reifen dann alle 
neu gebildeten Zellen aus.  
 
C D 
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1.2.1.2 Aufbau der Dermis  
Die Dermis hat trotz der Trennung von der Epidermis durch die Basalmembran einen 
großen regulatorischen Einfluss auf die Prozesse in der Epidermis. Sie determiniert 
während der Entwicklung die Art der darüber liegenden Epidermis, stabilisiert die Haut 
und reguliert Hautturgor und immunologische Abwehr. Sie ist gefäßreich und wirkt bei 
der Thermo- und Kreislaufregulation mit, zusätzlich enthält sie zahlreiche 
Rezeptororgane und Nerven. Die Dermis besteht aus dem Stratum papillare und 
reticulare. 
 
1.2.2 Zelluläre Interaktion zwischen Dermis und Epidermis (Dermo-
epidermale Kommunikation) 
Die dermo-epidermale Kommunikation ist die Wechselwirkung zwischen der Epidermis 
und der gefäßreichen Dermis, die durch die Basalmembran (Kollagen III, IV) 
voneinander getrennt sind. Durch die fehlenden Zell-Zell-Interaktionen verläuft die 
dermo-epidermale Kommunikation großenteils auf parakriner oder autokriner Ebene. 
Die epithelial-mesenchymalen Interaktionen kontrollieren epidermales Wachstum und 
Differenzierung und regulieren die Homöostase der Epidermis und auch anderer 
Gewebe (Mackenzie et al. 1979; Mackenzie 1984; Mackenzie et al. 1984; Alarid et al. 
1994; Fusenig et al. 1994; Maas-Szabowski et al. 2005). Sowohl die Keratinozyten als 
auch die Zellen der Dermis setzen in vivo und in vitro eine Reihe von Proteinen frei, die 
sowohl ihr eigenes Wachstum als auch die Proliferation anderer Zelltypen in Epidermis 
und Dermis beeinflussen (Luger 1989; Luger et al. 1990; Eckes et al. 1992). In Co-
Kulturen von epidermalen Keratinozyten und dermalen Fibroblasten zeigte sich, dass 
die einzelnen Faktoren alleine keine Wirkung auf die jeweiligen Zellen haben, sondern 
diese Wirkung nur durch das Wechselspiel der Zellen hervorgerufen wird. Zwei dieser 
Faktoren, die in in vitro-Studien näher charakterisiert worden sind, sind IL-1 und der 
Keratinozytenwachstumsfaktor (keratinocyte growth factor, KGF). So hat beispielsweise 
IL-1 allein keinen Effekt auf die Proliferation der Keratinozyten in einer Monokultur, führt 
jedoch in Co-Kultur mit dermalen Fibroblasten zu einer Expression von 
Wachstumsfaktoren durch Fibroblasten, wie KGF, die wiederum einen proliferativen 
Effekt auf die Keratinozyten haben. IL-1 wird in der Epidermis sofort nach Verletzungen 
und Irritationen der Haut von den Keratinozyten freigesetzt (Luger et al. 1995) und im 
direkten Anschluss sezernieren die dermalen Zellen KGF  (Werner et al. 1994). Es 
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handelt sich also um einen wechselseitigen parakrinen Mechanismus (Maas-Szabowski 
et al. 1999; Maas-Szabowski et al. 2000). Diese Ergebnisse heben die Wichtigkeit 
stromaler Einflüsse bei der Entstehung einer funktionsfähigen, regelrecht differenzierten 
Epidermis hervor.  
 
1.3 Kutane Wundheilung 
1.3.1 Physiologie der kutanen Wundheilung 
Wundheilung ist ein komplexer, dynamischer und genau regulierter Prozess. Im 
physiologischen Wundheilungsprozess werden drei Phasen unterschieden, die sich 
zeitlich und räumlich überlappen (Baron 1983; Bryant 1987; Clark 1993; Singer et al. 
1999): inflammatorische Phase, proliferative Phase (Granulationsphase) und 
Differenzierungsphase (Narbenumbau). 
 
Abbildung 2: Schematische Darstellung des Ablaufs der physiologischen Wundheilung. 
 
Eine Hautverletzung trennt die Epithelzellen der Epidermis sowohl voneinander als 
auch von der Basalmembran (Vogt et al. 1992). Es kommt zur Hämorrhagie in den 
extravasalen Raum, lokalem Zelltod und eventuell zur Kontamination mit 
Mikroorganismen (Lambert et al. 1984; Clark 1993). Nach der Verletzung wird die 
Gerinnungskaskade aktiviert und vernetzte Fibrinmoleküle, Fibronectin, Vitronectin und 
Thrombospondin dienen als wichtige Leitstrukturen für einwandernde Zellen. Zudem 
werden durch die primäre Hämostase (Gefäßkontraktion, Thrombozytenaggregation) 
Flüssigkeits-, Protein- und Elektrolytverluste vermindert und die Verletzung versiegelt 
(Clark 1993). Bei der Aggregation werden von den Thrombozyten als Granula 
gespeicherte Substanzen (z.B. PDFG, FGF, TNF-α, Fibrinogen, Faktor V/VIII, 
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Thrombospondin) sezerniert, die aggregationsstimulierend, adhäsionsfördernd, 
vasokonstriktorisch, mitogen und chemotaktisch wirken (Kirsner et al. 1993; Martin 
1996). Infiltrierende Neutrophile sorgen für die Abwehr eingedrungener 
Mikroorganismen und proinflammatorische Zytokine, wie IL-1α, -β, TNF-α, stimulieren 
nachgeschaltete Mediatorsysteme (u.a. KGF, IL-6, IL-8, MCP1) (Hubner et al. 1996). 
Monozyten als aktivierte Wundmakrophagen steuern nach zwei bis drei Tagen 
Angiogenese und Fibroblastenproliferation (Leibovich et al. 1975). Die Reepithelisation 
der Wunde beginnt schon innerhalb von Stunden nach der Verletzung durch Aktivierung 
von epidermalen Stammzellen aus Hautanhangsgebilden, den sog. Nischen, und 
Auflösung von interzellulären Desmosomen und intrazellulären Tonofilamenten der 
epidermalen Zellen. Durch die zusätzliche Auflösung von Hemidesmosomen zwischen 
epidermalen Zellen und der Basalmembran wird eine laterale Zellbewegung in das 
Wundgebiet ermöglicht (Singer et al. 1999). Das Granulationsgewebe entsteht über 
Einwachsen von Endothelien und Fibroblasten in die von den Makrophagen 
geschaffenen Hohlräume (Resorptionslakunen). Fibroblasten produzieren die neue 
Extrazellulärmatrix für die Einwanderung von Zellen und die Blutgefäße transportieren 
Sauerstoff und Nährstoffe, um den Zellmetabolismus aufrecht zu erhalten. Die 
strukturellen Moleküle der Extrazellulärmatrix (Fibrin, Fibronectin, Hyaluronsäure, 
Kollagen) bilden eine provisorische Matrix für die migrierenden epidermalen Zellen. An 
der Wanderungsfront produzieren die Keratinozyten interstitielle Kollagenase (MMP-1) 
und Bestandteile der Basalmembran, während distal gelegene Keratinozyten 
zusammen mit den mesenchmyalen Zellen des Granulationsgewebes bereits mit der 
Regeneration der Basalmembranzone beginnen (Smola et al. 1998; Parks 1999). 
Epithelial-mesenchymale Wechselwirkungen sind komplex und über diffundierende 
Mediatoren, wie z.B. IL-1, KGF, PDGF, VEGF, Aktivin miteinander vernetzt (Smola et 
al. 1993). 
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Abbildung 3: Schematische Darstellung der dermo-epidermalen Wechselwirkungen bzw. Zell-
Zellinteraktionen während der Wundheilung (Singer et al. 1999).  
 
Zwei Wochen nach der Verletzung der Haut nehmen die Fibroblasten den Phänotyp 
von Myofibroblasten an, der gekennzeichnet wird durch große Bündel aktinhaltiger 
Mikrofilamente, die entlang der Plasmamembran der Zellen verteilt liegen, als 
Voraussetzung für die Wundkontraktion. Nach dem epithelialen Wundschluss ist die 
Barrierefunktion der Haut weitgehend wiederhergestellt. Im darunter liegenden 
Bindegewebe finden jedoch noch für längere Zeit Umbauprozesse statt, die das 
zellreiche, matrixarme Granulationsgewebe in ein zellarmes, matrixreiches 
Narbengewebe umwandeln. Der Kollagenumbau in der Wunde, das sog. Remodeling, 
erfolgt durch kontinuierliche Kollagensynthese und -abbau. Die Degradation des 
Kollagens in der Wunde erfolgt über die Freisetzung von Matrixmetalloproteinasen 
(MMP) durch Makrophagen, epidermale Zellen, endotheliale Zellen und Fibroblasten 
(Singer et al. 1999). Die Zellen des späten Granulationsgewebes werden durch 
momentan noch unbekannte Signale apoptotisch (Desmouliere et al. 1995).  
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1.3.2 Rolle der mesenchymalen Stammzellen in der Wundheilung 
Die Frage, wie komplexe Organismen Gewebe regenerieren,  beschäftigt seit Jahren 
Wissenschaftler der Medizin und Biologie. Conheim stellte in der Mitte des 19. 
Jahrhunderts die Hypothese auf, dass alle Zellen, die in die Geweberegeneration 
involviert sind, aus dem Knochenmark aktiviert werden (Conheim 1867). Conheims 
Hypothese wurde nach vielen Kontroversen durch Ergebnisse validiert, die zeigten, 
dass ein Großteil der gewebsständigen Zellen durch Stammzellen aus dem 
Knochenmark ersetzt wird (Prockop 1997; Pereira et al. 1998). Eine weitere Frage, die 
sich in diesem Zusammenhang stellte, war, welche Zellen aus dem Knochenmark die 
Wundheilung unterstützen. Besondere Aufmerksamkeit wurde u.a. den mesenchymalen 
Stammzellen geschenkt, die sich durch die Plastizität, in vitro und in vivo in multiple 
Zelltypen zu differenzieren, ausweisen (Castro-Malaspina et al. 1980; Owen 1988; 
Wakitani et al. 1995; Prockop 1997; Sanchez-Ramos et al. 2000). In ihrem 
Ursprungsgewebe ruhen die Stammzellen in ihrer „Nische“ und müssen durch Faktoren 
aus ihrem Ruhezyklus aktiviert werden, um als geweberegenerierende Zellen agieren 
zu können. Diese Faktoren müssen also sowohl die lokale Mikroumgebung verändern 
als auch die Differenzierung in spezialisierte, funktionelle Zellen einleiten. So müssen 
die mesenchymalen Stammzellen aus dem Knochenmark aktiviert werden, um ihre 
Rolle an der kutanen Wundheilung zu erfüllen. Einer dieser Faktoren ist der 
Hepatozytenwachstumsfaktor (HGF/Scatter factor), der in vitro als Regulator der 
Migration und Proliferation von mesenchymalen Stammzellen nachgewiesen wurde 
(Neuss et al. 2004) und in Wunden in erhöhter Konzentration vorliegt (Shiota et al. 
1994). Die Frage, welche Aufgabe die mesenchymalen Stammzellen nach Aktivierung 
aus ihrer Nische in dem Gewebsdefekt haben, wird zum großen Teil an Tiermodellen 
beforscht und diskutiert. Studien mit chimären Mausmodellen konnten zeigen, dass die 
Haut ein Zielorgan für Zellen des mesenchymalen und hämatopoetischen 
Stammzellpools ist. Einige dieser Studien berichten sogar über eine Differenzierung der 
GFP- (green fluorescent protein) markierten Knochenmarkszellen nach Transplantation 
auf Wunddefekte in epidermale und dermale Strukturen, wie  Keratinozyten, 
Talgdrüsen, dendritische Zellen und Endothelzellen (Kataoka et al. 2003; Nakagawa et 
al. 2005). Auch Differenzierungen speziell der mesenchymalen Stammzellen in 
epidermale Zellen wurden bereits beschrieben (Nakagawa et al. 2005; Fu et al. 2006). 
Die Ergebnisse sind jedoch zum Teil nicht eindeutig, da die vermeintlich differenzierten 
Zellen nicht auf Fusions- und Phagozytosephänomene untersucht wurden und nicht 
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feststeht, welche Zellpopulation des Knochenmarks an der Differenzierung beteiligt ist. 
Eine Studie, die in Keratinozyten differenzierte Zellen des Knochenmarks auf 
Fusionsphänomene untersuchte, konnte Fusionsereignisse weitgehend ausschließen, 
jedoch war eine Differenzierung in funktionelle Keratinozyten äußerst gering (0,1% der 
Gesamtzahl der Keratinozyten im untersuchten Wundbereich) (Harris et al. 2004). 
Weitere Wundheilungsexperimente ergaben, dass die injizierten oder transplantierten 
hMSC einen positiven Effekt im Vergleich zu den Kontrollgruppen auf die 
Kollagensynthese der Dermis hatten und eine überschießende Narbenbildung 
verhinderten. Zudem lief die Wundheilung im Vergleich zu den Kontrollgruppen 
schneller ab und die Neoangiogenese wurde angeregt (Shumakov et al. 2003; Satoh et 
al. 2004). Diese Ergebnisse wurden von einer klinischen Studie bestätigt, die bei 
weiblichen Patientinnen mit tiefen Brandwunden nach Transplantation allogener hMSC 
ebenfalls eine Beschleunigung der Wundheilung, der Angiogenese und der 
Rehabilitation der Patientinnen beschrieben (Rasulov et al. 2005). Bei diesem 
Therapieversuch blieb jedoch unklar, wodurch die beschleunigte Wundheilung nach 
Transplantation der hMSC zu erklären ist, ob die hMSC in das Gewebe integrierten und 
ob sie überhaupt funktionell waren. Kritisch ist auch anzumerken, dass die Studie keine 
Negativkontrolle enthielt. Die beschleunigte Wundkontraktion könnte ebenfalls durch die 
Differenzierung der Zellen des Knochenmarks bzw. der mesenchymalen Stammzellen 
in Myofibroblasten zu erklären sein, die bereits in einigen Studien beschrieben wurde 
(Fathke et al. 2004; Yamaguchi et al. 2005; Ogawa et al. 2006).  
Einen positiven Effekt auf die Wundheilung üben auch die immunmodulatorischen 
Fähigkeiten der hMSC aus, wobei das Wirkprinzip noch nicht geklärt ist. Es zeigte sich 
jedoch, dass Transplantate eine geringere Abstoßungsreaktion hervorriefen, wenn 
zeitgleich mit der Transplantation mesenchymale Stammzellen intravenös injiziert 
wurden (Bartholomew et al. 2002). Jedoch gibt es noch keine Ergebnisse über eine 
Differenzierung der hMSC in epidermale Zellen in vitro, sodass eine Vordifferenzierung 
der hMSC in Keratinozyten zur autologen Transplantation rein spekulativ ist. Daher sind 
noch Modelle erforderlich, um eine epidermale in vitro Differenzierung der hMSC zu 
erreichen. Es wäre dabei von Vorteil, eine Differenzierung der mesenchymalen 
Stammzellen in einem Modell zu erreichen, das bereits klinischen Einsatz findet. 
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1.3.3 Strategien im künstlichen Hautersatz 
Die zunehmende Anzahl von Hautdefekten bei chronischen und akuten Wunden führt 
zu einem hohen Bedarf an Hautersatzverfahren. Man kann drei Hautersatzstrategien 
unterscheiden: epidermale, dermale und Komposithaut-Ersatzverfahren (Kremer et al. 
2000; Kremer et al. 2001; Ziegler et al. 2001). Bei epidermalen Ersatzverfahren erfolgt 
die Wunddeckung mit autologen Keratinozyten allein oder in Verbindung mit einer 
Transportmatrix (z.B. inerter Polymerfilm, resorbierbare Matrix). Vorteile dieses 
Verfahrens sind die Vermeidung einer Transplantatabstoßung sowie die Übertragung 
von Infektionen. Als Nachteil dieser Methode wirkt sich das Fehlen der dermalen 
Komponente beziehungsweise die langfristig nur geringe Dermisregeneration und somit 
die Ausbildung einer mechanisch nur wenig belastbaren Haut aus. Bei dermalen 
Hautersatzverfahren wird eine künstliche dermale Matrix bereitgestellt, die die 
Infiltration durch körpereigene Zellen und die Reorganisation des Ersatzgewebes durch 
körpereigene Zellen fördert. Für die Herstellung der künstlichen dermalen Matrix stehen 
dezellulierte  humane Leichenhaut (z.B. AlloDerm®) und Produkte aus immunologisch 
inaktiven Fasergerüsten (Matrix) unterschiedlicher biochemischer Zusammensetzung 
mit und ohne Fibroblasten zum definitiven, sowie Produkte aus einer Kombination mit 
Kunststoffen zum temporären dermalen Hautersatz (z.B. Integra®) zur Verfügung. 
Vorteile dieses Verfahrens sind die Synthese von Wachstumsfaktoren durch die 
Fibroblasten (PDGF-A, TGF-β, IGF, VEGF). VEGF und PDGF fördern die 
Neoangiogenese, was vor allem für die Anwendung bei gefäßbedingten Ulzera als 
vorteilhaft angesehen wird. Die Matrix ermöglicht es zudem sowohl gewebsständigen 
Bindegewebszellen einzuwandern als auch randständigen Keratinozyten nach zentral 
zu migrieren. In der biotechnologischen Forschung sind jedoch Kombinationen aus 
dermalen und epidermalen Hautkomponenten, sog. Komposit-Hautersatzverfahren, von 
großem Interesse. Dieses organotypische, die normale Struktur der Haut nachbauende 
Verfahren ist auch Grundlage zahlreicher Analysen der Geweberegeneration, wie 
Untersuchungen von Zell-Zell-Interaktionen, Regulationsmechanismen von Proliferation 
und Differenzierung und Reepithelisation (Bell et al. 1981; Fusenig et al. 1983; Yannas 
2000; Hoeller et al. 2001; Horch et al. 2001; Havlickova et al. 2004; Li et al. 2004; Stark 
et al. 2004). In einer solchen organotypischen Kultur der Haut in vitro wachsen die 
Keratinozyten luftexponiert auf einer fibroblastenreichen Matrix, die meist 
zusammengesetzt ist aus Kollagen I und III. 
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Das Medium wurde optimiert für das organotypische Wachstum von Keratinozyten und 
Fibroblasten und erreicht die Zellen nur durch Diffusion aus dem unteren Kompartiment 
dieses dreidimensionalen Systems (Stark et al. 1999; Maas-Szabowski et al. 2000; 
Hoeller et al. 2001; Stark et al. 2004). Diese so genannte „air-liquid“-
Kultivierungsmethode induziert die Reifung und Ausdifferenzierung der Keratinozyten 
und führt zu einer Stratifizierung der künstlich hergestellten Epidermis, einschließlich 
eines Stratum corneum.  
Autologe oder allogene Keratinozyten werden entweder aus Hautbiopsien 
(interfollikuläre Keratinozyten) oder aus der äußeren epithelialen Haarwurzelscheide 
ausgezupfter anagener Kopfhaare [„outer root sheet“-(ORS)-Keratinozyten] 
angezüchtet (Hoeller et al. 2001). Auch Fibroblasten können aus Hautbiopsien 
enzymatisch isoliert werden. Vorteile dieses Modells liegen in der Stimulation der 
Wundheilung durch Synthese von Wachstumsfaktoren (PDGF-A, TGF-β, IGF, VEGF, 
Interleukin-1), Matrixkomponenten (Glykosaminglykane, Decorin, Tenascin, Kollagen) 
und Basalmembrankomponenten, v.a. durch Interaktion von Fibroblasten und 
Keratinozyten. Zudem kommt es zu einer sofortigen Wundokklusion durch die 
konfluente Oberflächenschicht aus Keratinozyten und Transplantatintegration in den 
Empfängerorganismus. Zudem sind die einzelnen Komponenten des Systems gut 
standardisierbar. Weitere Vorteile würden sich durch Ausschöpfung anderer 
Zellressourcen, wie beispielsweise mesenchymaler Stammzellen, ergeben, wenn 
autologe Keratinozytenressourcen fehlen.   
 
1.3.3.1 Aufbau der Epidermis in einer organotypischen Kultur 
Da in einer organotypischen Keratinozyten-Kultur der differenzierungsspezifische 
epidermale Schichtenaufbau nur ansatzweise beobachtet werden kann, wurde von F.M. 
Watt das basal/suprabasal-Modell zur Untersuchung von Differenzierungsprozessen in 
Kulturen eingeführt (Watt 1983; Watt 1984). Als basale Zellen werden dabei alle Zellen 
bezeichnet, die Kontakt mit der Haftmatrix (z.B. Kollagen) besitzen. Zellen, die sich in 
zweiter oder höherer Schicht befinden und damit ausschließlich Kontakt zu anderen 
Zellen haben, werden als suprabasal definiert. Mit dem Aufstieg in höhere Zellschichten 
beginnt der Differenzierungsprozess. Die Zytokeratine CK5 und CK14 werden in der 
Zellkultur schon in der basalen Schicht exprimiert. Ausnahmsweise kann man auch die 
differenzierungsspezifischen Zytokeratine CK1 und CK10 vereinzelt in der basalen 
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Schicht beobachten (Boukamp et al. 1988). Ähnlich wie CK1 und CK10 kann man auch 
den Beginn der Involucrin-Synthese vereinzelt in der basalen, konstant in der ersten 
suprabasalen Schicht beobachten. Involucrin gilt als differenzierungsspezifisch und legt 
sich der Innenseite der Zytoplasmamembran an und bildet damit eine Hülle, die 
biochemisch den widerstandsfähigsten Teil verhornender Keratinozyten darstellt 
(Banks-Schlegel et al. 1981). Die Verteilung von CK10 und Involucrin in der Zellkultur ist 
vergleichbar mit der Verteilung in vivo (Breitkreutz et al. 1991). Die Bestimmung ist vor 
allem von Interesse bei der Kultivierung von Keratinozyten zum Nachweis der 
Differenzierung. Zum alleinigen Nachweis eines epithelialen Gewebes reicht der 
Nachweis mit einem Pan-Zytokeratin-Antikörper (z.B. Klon AE1/AE3) mit einer breiten 
Spezifität für nahezu alle Epithelien. 
 
1.4 Ansätze zur epidermalen Differenzierung humaner mesenchymaler 
Stammzellen in einem dreidimensionalem Kultursystem  
Mesenchymale Stammzellen sind aufgrund ihrer vermeintlichen Plastizität viel 
versprechende Donorzellen für zellbasierte Therapien, auch für die Hautersatztherapie. 
Dennoch ist es zum jetzigen Zeitpunkt nicht eindeutig geklärt, ob sie in epidermale 
Zellen, also Zellen ektodermalen Ursprungs, differenzieren können. Ansätze zur 
Differenzierung der hMSC sollten daher zwar angepasst an physiologische Prozesse 
während der Wundheilung und der Homöostase der Haut sein, jedoch ebenfalls 
Differenzierungsartefakte ausschließen.  
Als Differenzierungsstimuli für die mesenchymalen Stammzellen können verschiedene 
Substanzen, wie Wachstumsfaktoren, Hormone, Vitamine (Haynesworth et al. 1992; 
Pittenger et al. 1999), aber auch physikalische Stimuli, wie z.B. elektrische und 
biomechanische Reize, eingesetzt werden. Diese Stimuli sollen Aspekte der 
Umgebung, die im nativen Gewebe vorherrschen, imitieren und somit Struktur und 
Funktion der zu differenzierenden Zellen beeinflussen und dirigieren (Kelly et al. 2005; 
Vunjak-Novakovic et al. 2005). Zur epidermalen Differenzierung wird daher in der 
vorliegenden Studie eine Kombination von verschiedenen Faktoren bzw. Reizen 
eingesetzt, die während der Wundheilung, aber auch während der Homöostase der 
Haut eine wichtige Rolle spielen.  Dazu wird in dieser Arbeit eine Variation des 
organotypischen Kultursystems der Haut eingesetzt, das in der Hautersatztherapie 
bereits klinischen Einsatz findet.  
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In diesem Modell wachsen die mesenchymalen Stammzellen in einer Co-Kultur mit 
dermalen Fibroblasten. Diese Co-Kultur beruht jedoch nicht auf direkten Zell-Zell-
Kontakten, sondern analog zu der dermo-epidermalen Kommunikation, auf parakrinen 
Interaktionen der Zellen, da die Fibroblasten eingebettet sind in eine kollagene Matrix 
aus Kollagen I und III.  
 
 
Abbildung 4: Schematische Darstellung des organotypischen Kultursystems zur epidermalen 
Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen in vitro. Die mesenchymalen Stammzellen 
wachsen luftexponiert auf einer Matrix aus Kollagen I/III mit dermalen Fibroblasten. Das für das 
organotypische Wachstum der Keratinozyten optimierte Medium erreicht die Zellen nur durch 
Diffusion aus dem unteren Kompartiment durch die poröse Membran.  
 
Die mesenchymalen Stammzellen wachsen luftexponiert an der Kollagenoberfläche und 
werden nur durch Diffusion aus dem unteren Kompartiment des dreidimensionalen 
Kultursystems ernährt. Diese Luftexposition stellt einen besonderen Reiz für die Zellen 
dar, die sonst in den Blutkreislauf eingebunden sind. Das Medium enthält für die 
organotypische Kultivierung der Haut optimierte Wachstumsfaktoren und Hormone 
(Stark et al. 1999; Maas-Szabowski et al. 2000; Hoeller et al. 2001; Stark et al. 2004), 
die die epidermale Differenzierung unterstützen und hier als Differenzierungsstimuli für 
die hMSC dienen sollen.  
hMSC 
Membran  
Dermale Fb 
Kollagen I/III 
Keratinozyten-
Medium  
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1.4.1 Kultivierungsmodifizierungen  
1.4.1.1 Einfluss der extrazellulären Matrix auf die Differenzierung  
Neben den Zellen ist die extrazelluläre Matrix ein wesentlicher Bestandteil der Gewebe. 
Die Matrixkomponenten werden von Mesenchymzellen (Fibroblasten, Chondrozyten, 
Osteoblasten) produziert. Bestandteile der Basalmembran können aber auch von 
Epithel- oder Endothelzellen produziert werden. Die extrazelluläre Matrix hat nicht nur 
Stütz- und Strukturaufgaben, sondern dient auch als Leitstruktur für die Bewegung von 
Zellen in Geweben und spielt damit eine wichtige Rolle bei der Differenzierung, 
Organogenese und Regeneration (Böcker et al. 2004).  
 
1.4.1.1.1 Kollagen 
Kollagen ist ein wesentliches Strukturprotein und bestimmt strukturelle und funktionelle 
Eigenschaften des Gewebes. Die Kollagentypen der Haut sind Kollagen I, III und 
Kollagen IV in der Basalmembran (Böcker et al. 2004). Kollagene Materialien haben 
insbesondere als Hautersatz und Hämostyptikum eine weite Verbreitung gefunden. Die 
Vorteile von kollagenen Biomaterialien gegenüber synthetischen liegen in ihren 
biomechanischen Eigenschaften. Die organische Substanz des Kollagens verleiht dem 
dreidimensionalen Gerüst eine anfängliche Stabilität, wird jedoch durch einwachsende 
Zellen mit fortschreitender Verweilzeit resorbiert und durch neusynthetisierte 
Zellprodukte ersetzt (Friess 1998; von Heimburg et al. 2001). Die poröse, 
dreidimensionale Struktur unterstützt zudem die Migration der Zellen in das Wundgebiet 
und induziert die Proliferation der Zellen (Berthod et al. 1994). Kollagen zeichnet sich 
zudem durch gute Bioverträglichkeit und geringe antigene Eigenschaften aus, sodass 
es selbst bei xenogenem Ursprung zu einem wichtigen Implantatmaterial für die 
Regeneration von Geweben wird (Goissis et al. 1999; Doillon et al. 2003). Zudem 
wirken kollagene Implantatmaterialien hämostyptisch (Pfab et al. 1987) und 
chemotaktisch und erleichtern somit eine frühzeitige Wundheilung (Bunyaratavej et al. 
2001). Die Gewebsqualität wird während der Wundheilung verbessert durch Reduktion 
von pathologisch erhöhtem Proteasegehalt bei chronischen Wunden und hohe 
Exsudataufnahmefähgkeit (Romanos et al. 1998), sodass kollagene Biomaterialien 
einen positiven Effekt auf alle Phasen der Wundheilung haben. 
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1.4.1.1.2 Fibrin  
Fibrin ist ein Bestandteil der extrazellulären Matrix während der Wundheilung. Es hat 
sich zudem herausgestellt, dass der Einsatz von Fibrin in der Hautersatztherapie die 
Abstoßung der Hauttransplantate verringert sowie die Hämostase unterstützt,  
bakterielle Infektionen vermindert, die Zellmotilität beschleunigt und das Wachstum von 
Keratinozyten und Fibroblasten fördert (Currie et al. 2001). Zudem vermittelt Fibrin den 
Transport und die Freisetzung von Wachstumsfaktoren, wie FGF, EGF, PDGF (Steed 
1998). Im Wundbereich können die Fibroblasten durch die Matrix aus Fibrin migrieren. 
Keratinozyten exprimieren während der Wundheilung Integrin-Rezeptoren für 
Fibrinogen und können so entlang der provisorischen Matrix migrieren und den 
Wunddefekt schließen. Außerdem wird ihre Proliferation angeregt (Clark 1990). Welche 
Rolle die mesenchymalen Stammzellen in Bezug auf die Bildung und den Abbau des 
Fibrin-Polymers haben, sowie welchen Einfluss Fibrin als Extrazellulärmatrix auf die 
mögliche epidermale Differenzierung hat, ist zum jetzigen Zeitpunkt noch unklar. 
Jedoch konnte in mehreren Studien gezeigt werden, dass die hMSC an der kutanen 
Wundheilung beteiligt sind. Der Einfluss von Fibrin auf die mesenchymalen 
Stammzellen soll in der vorliegenden Arbeit ebenfalls in dem organotypischen 
Kultivierungssystem untersucht werden durch Austausch der kollagenen Matrix durch 
eine Matrix aus Fibrin.  
 
1.4.1.2 Substanzen mit Einfluss auf die Genexpression  
1.4.1.2.1 Stimulation mit All-trans-Retinsäure 
Unter Retinoiden versteht man Abkömmlinge des Vitamin A oder Retinols. Dieser 
Begriff umfasst auch synthetische Substanzen, 
die an die Retinsäure-Rezeptoren binden und 
spezifische Reaktionen hervorrufen können 
(Sporn et al. 1991). Die Wirkung der Retinsäure 
wird über Retinsäure-Rezeptoren vermittelt, 
welche im Kern lokalisiert sind und als Ligand-Rezeptor-Komplex Retinsäure-Rezeptor-
Response-Elements (RARE) transaktivieren. Diese RARE steuern wiederum als 
Transkriptionsaktivatoren die Aktivierung von Zielgenen. Die Retinsäure-Rezeptoren 
gehören zu der Superfamilie der Steroidhormonrezeptoren. Während der 
Embryonalentwicklung wirkt Retinsäure als Morphogen, d.h es löst eine 
Abbildung 5: All-trans-Retinsäure
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Entwicklungskaskade in den reagierenden Zellen (Sadler et al. 2003) aus. Über die 
Regulation von Wachstumsfaktoren können Retinoide das Zellwachstum stimulieren 
(Ravi et al. 1998) und ebenfalls über Retinsäure-Rezeptoren beeinflussen Retinoide die 
Differenzierung von Epithelzellen (Pfahl 1993; Chambon 1996; Lotan 1997). Sie spielen 
zudem bei der Differenzierung von Tumorzellen und hämatopoetischen Stammzellen 
eine wichtige Rolle (Delia et al. 1993; Dipietrantonio et al. 1996; Mehta et al. 1996; 
Hung et al. 2002). All trans-Retinsäure konnte außerdem erfolgreich in Kombination mit 
β-Mercaptoethanol bei der in vitro Differenzierung mesenchymaler Stammzellen in 
funktionale neuronale Zellen eingesetzt werden, also in Zellen ektodermalen Ursprungs 
(Hung et al. 2002). Durch diesen großen Einfluss von Retinoiden auf das Zellwachstum 
und die Zelldifferenzierung vor allem ektodermaler Zellen, scheinen sie 
vielversprechende Differenzierungsinduktoren für die epidermale Differenzierung zu 
sein und werden in dieser Arbeit als Differenzierungsstimulus für die mesenchymalen 
Stammzellen eingesetzt. 
 
1.4.1.2.2 Stimulation mit 5-Azacytidin 
Das Ausmaß der Cytosinmethylierung der DNA ist mit der Genaktivität korreliert. Das C-
5 des Cytosins kann von spezifischen Methyltransferasen noch während der Replikation 
methyliert werden. Ungefähr 70% der CG-Sequenzen der Säuger-DNA sind methyliert. 
Der Einbau von 5-Azacytidin in die DNA verhindert die Methylierung und leitet die 
Differenzierung ein, d.h. Gene werden aktiviert, die normalerweise ruhen. So können 
beispielsweise fibroblastenähnliche, embryonale Zelllinien durch Zusatz von 5-
Azacytidin in Myoblasten (Weintraub et al. 1991) und mesenchymale Stammzellen in 
Kardiomyozyten (Fukuda 2003) differenzieren. In der vorliegenden Arbeit wird 5-
Azacytidin eingesetzt, um möglicherweise Gene zu aktivieren, die für die epidermale 
Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen verantwortlich sind und zusammen 
mit den vorgegebenen Differenzierungsstimuli des organotypischen Modells diese 
Differenzierung induzieren. 
 
1.5 Ziele der Arbeit 
Der Goldstandard in der Hautersatztherapie ist die autologe Hauttransplantation. Dieser 
Methode steht vor allem bei ausgedehnten Verbrennungswunden entgegen, dass eine 
plastische Deckung des Hautverlustes ab etwa 70 Prozent der Körperoberfläche nicht 
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mehr durch patienteneigene Haut zu bewältigen ist. Eine weitere Herausforderung für 
das Wundmanagement stellen therapierefraktäre Wunden dar, die die Entwicklung 
innovativer therapeutischer Konzepte fordern. Mesenchymale Stammzellen haben 
daher in den letzten Jahren ein besonderes Interesse für die Therapie von 
Wundheilungsstörungen gewonnen. Dieses Interesse wird hervorgerufen durch die 
beschriebene Plastizität der mesenchymalen Stammzellen, ihre immunmodulatorischen 
Fähigkeiten und die positive Beeinflussung des Zellmetabolismus. Der entscheidende 
Vorteil der mesenchymalen Stammzellen liegt jedoch in ihrer autologen Gewinnung und 
der Möglichkeit, sie nach erfolgter Expansion autolog ohne Immunsuppression zu 
implantieren.  
Die hMSC könnten somit vordifferenziert in Keratinozyten analog zu 
Keratinozytentransplantationen angewendet werden oder durch Co-Transplantation mit 
Keratinozyten die Transplantatabstoßung durch ihre immunmodulatorischen 
Fähigkeiten unterdrücken. Jedoch gibt es noch keine Ergebnisse über eine 
Differenzierung der hMSC in epidermale Zellen in vitro, sodass eine Vordifferenzierung 
der hMSC in Keratinozyten zum jetzigen Zeitpunkt rein spekulativ ist. Die Verwendung 
der mesenchymalen Stammzellen im Bereich des Tissue engineering ist jedoch 
realistisch und bereits für einige Biomaterialien klinisch erprobt.  
Die vorliegende Arbeit untersucht Ansätze zur epidermalen Differenzierung der 
mesenchymalen Stammzellen in einem dreidimensionalen Modell, das optimiert wurde 
für das organotypische Wachstum von Keratinozyten.  
Für die vorliegende Arbeit ergeben sich daraus folgende Fragestellungen: 
1. Überleben und proliferieren die hMSC unter den Bedingungen, die optimiert 
wurden für das organotypische Wachstum von Keratinozyten? 
2. Wie sieht das Verhalten der hMSC auf der kollagenen Matrix aus? Besteht eine 
horizontale oder vertikale Migration der Keratinozyten in Bezug auf die kollagene 
Matrix? 
3. Ändert sich die Morphologie der Stammzellen auf der kollagenen Matrix? Wie 
sieht das Wachstumsmuster der Zellen unter den gegebenen Bedingungen aus? 
4. Behalten die Stammzellen ihre multipotenten Eigenschaften auf und in der 
kollagenen, auch fibroblastenhaltigen, Matrix? Hat der Luftkontakt einen Einfluss 
auf das Stammzellpotential der hMSC? 
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5. Können die hMSC mit Unterstützung der dermalen Fibroblasten, des 
keratinozytenspezifischen Mediums und dem Luftkontakt in epidermale Zellen 
differenzieren? 
6. Wenn ja, welche morphologischen Unterschiede bestehen mit der aus 
Keratinozyten erzeugten Haut? 
7. Welchen Einfluss haben die Kultivierungsmodifizierungen (All trans-Retinsäure, 
5-Azacytidin und Fibrin) auf die Morphologie und die epidermale Differenzierung 
der mesenchymalen Stammzellen? 
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2. Material und Methoden 
2.1 Material 
2.1.1 Geräte 
Autoklaven Systec 2540 EL Tuttnauer, USA 
 Autoklavi SPA Fedegari, Italien 
Autostainer Autostainer Plus, Cytomatation DAKO, Dänemark 
Brutschrank 20% O2, 5% CO2, 37°C Heraeus/Kendro, Düsseldorf 
Heizblock DRI-BLOCK DB-2A Techne, Burkhardtsdorf 
Mikroskope 2 Phasen Axiovert 25 Zeiss, Jena 
 Axioplan 2 Zeiss, Jena 
Reinraumwerkbank Herasafe Heraeus/Kendro, Düsseldorf 
Rotationsmikrotom RM 2145 Leica, Wetzlar 
Rührer/Heizplatten MR2002 Heidolph 
Schüttler  Orbital Shaker S03 Stuart Bissy Scientific, UK 
Vortex Minishaker MS2 IKA-Werke, Staufen 
Waage Feinwaage A120S Satorius Analytic 
Wärmebad MOT GFL, Burgwedel 
Wärmeschrank 37°C Heraeus /Kendro, Düsseldorf 
Zellzahlbestimmung CASY 1 Schärfe System Reutlingen 
Zentrifugen Tischzentrifuge Biofuge pico  Heraeus/Kendro, Düsseldorf 
 Megafuge 1.0 Heraeus/Kendro, Düsseldorf 
pH-Elektrode  Knick, Reutlingen 
 
2.1.1.1 Geräte in der Elektronenmikroskopischen Einrichtung 
Energiedispersive 
Röntgenmikroanalyse EDAX PV 9100 
PHILIPS, Eindhoven, 
Niederlande 
Kathodenzerstäubungsanlage SCD 030 Balzers 
Kontrastierautomat Ultrostainer LKB 
Kritisch-Punkt-Trockner Polaron, CPD 010 Balzers 
Metallspiegelkryofixation AF S Reichert 
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Rasterelektronenmikroskop SEM 515 PHILIPS, Eindhoven, 
Niederlande 
Transmissionselektronenmikroskop TEM 400 T/ST 
PHILIPS, Eindhoven, 
Niederlande 
Ultramikrotom Ultracut S Leica, Wetzlar 
 
2.1.2 Glaswaren 
Bechergläser Schott, Mainz 
Deckgläser Menzel-Gläser, Deutschland 
Erlenmyerkolben Schott, Mainz 
Objektträger Engelbrecht, Edermünde 
Objektträger SuperFrost Plus Menzel-Gläser, Deutschland 
Pasteur-Pipetten Brand, Wertheim 
Zentrifugen-Röhrchen Beckman-Coulter, Krefeld 
 
2.1.3 Verbrauchsmaterial 
100 ml Gefäße mit Schraubverschluß Sarstedt, Nürnbrecht 
Dialysierschlauch Roth, Karlsruhe 
Einmal-Spritze BRAUN, Melsungen 
Einweghähne Medex, USA 
Eppendorfreaktiongefäße l Eppendorf, Köln 
Falcon Röhrchen (15 bzw. 50 ml) Becton Dickinson, Heidelberg/ Greiner,  
Gewebekulturflasche (T75, T25) Cellstar, USA 
Kanüle 18g Terumo, Michigan, USA 
Kryoröhrchen Sarstedt, Nürnbrecht/ Simport, Canada 
Multiwell Kulturplatten Becton Dickinson, Heidelberg 
Probenbecher für CASY 1 Schärfe System Reutlingen 
Skalpell zum Einmalgebrauch PFM, Köln 
Sterilfilter (Porengröße 0,22µm) Millipore, Carrigtwohill, Ireland 
Transwell, Kultureinsätze,  
Polycarbonate membrane (0,4µm), 
6-Well Corning Incorporated, Acton, USA 
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2.1.4 Zellkulturmedien 
2.1.4.1 Stammzellmedium 
60% DMEM low glucose PAA, Cölbe 
40% MCDB-201 Sigma, Steinheim 
1 x ITS + BSA- Linolsäure Sigma, Steinheim 
1nM Dexamethason Sigma, Steinheim 
100M Ascorbinsäure-2-phosphat Sigma, Steinheim 
40000 Einheiten Penicillin PAA, Cölbe 
40mg Streptomycin PAA, Cölbe 
10ng/mg EGF Sigma, Steinheim 
2% FCS (HyClone) Perbio Science, Erembodegem-Aalst, Belgien 
 
2.1.4.2 Adipozyten-Induktionsmedium 
DMEM high glucose PAA, Cölbe 
1M Dexamethason Sigma, Steinheim 
0,2M Indomethacin Biomol, Hamburg 
0,01mg/ml Insulin Sigma, Steinheim 
0,5mM IBMX  Sigma, Steinheim 
10% FCS (HyClone) Perbio Science, Erembodegem-Aalst, Belgien 
 
2.1.4.3 Adipozyten-Erhaltungsmedium 
DMEM high glucose  PAA, Cölbe 
0,01mg/ml Insulin Sigma, Steinheim 
10% FCS (HyClone) Perbio Science, Erembodegem-Aalst, Belgien 
 
2.1.4.4 Osteoblasten-Induktionsmedium 
DMEM low glucose PAA, Cölbe 
100nM Dexamethason Sigma, Steinheim 
10mM Natrium-ß-glycerophosphat Sigma, Steinheim 
0,05mM Ascorbinsäure-2-phosphat Sigma, Steinheim 
10% FCS (HyClone) Perbio Science, Erembodegem-Aalst, Belgien 
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2.1.4.5 Fibroblasten-Medium 
DMEM low glucose PAA, Cölbe 
10% FCS (HyClone) Perbio Science, Erembodegem-Aalst, Belgien 
40000 Einheiten Penicillin PAA, Cölbe 
40mg Streptomycin PAA, Cölbe 
 
2.1.4.6 Keratinozyten-Medium 
DMEM high glucose/F 12 (1:1) PAA, Cölbe 
10% FCS (HyClone) Perbio Science, Erembodegem-Aalst, Belgien 
40000 Einheiten Penicillin PAA, Cölbe 
40mg Streptomycin PAA, Cölbe 
0,4µg/ml Hydrocortison Serva, Heidelberg 
10-10M Choleratoxin Sigma, Steinheim 
2x10-9M Trijodthyronin Sigma, Steinheim 
5µg/ml Insulin Roche, Mannheim 
5µg/ml Transferrin Sigma, Steinheim 
20ng/ml EGF  Sigma, Steinheim 
 
2.1.4.7 modifiziertes Keratinozyten-Medium mit Retinsäure. 
Keratinozyten-Medium  
+ 0,5µM all trans-Retinsäure Sigma, Steinheim 
 
2.1.4.8 Medium zur Vorbehandlung mit 5-Azacytidin 
60% DMEM low glucose PAA, Cölbe 
40% MCDB-201 Sigma, Steinheim 
1xIST + BSA- Linolsäure Sigma, Steinheim 
1nM Dexamethason Sigma, Steinheim 
100M Ascorbinsäure-2-phosphat Sigma, Steinheim 
40000 Einheiten Penicillin PAA, Cölbe 
40mg Streptomycin PAA, Cölbe 
10ng/mg EGF Sigma, Steinheim 
2% FCS (HyClone) Perbio Science, Erembodegem-Aalst, Belgien 
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10mol 5-Azacytidin Sigma, Steinhein 
 
2.1.5 Dermale Äquivalente 
Kollagen G 3mg/ml Kollagen I/III in 12mM HCL Biochrom, Berlin 
Dulbecco’s MEM (10x)  Biochrom, Berlin 
Fibrinogen (Fraction I, 
from human plasma) 
 Sigma, Steinheim 
Thrombin (from human 
plasma, lyophilized 
powder) 
20U/ml  
Sigma, Steinheim 
Aprotinin  Sigma, Steinheim 
CaCl2   
CaClx2H2O 0,22g/l Merck, Darmstadt 
GBSH5-Puffer   
 
2.1.6 Gebrauchslösungen 
Alizarin-Rot-Lösung 
40mM Alizarin-Rot in Aqua dest. 
 
Oil red O-Lösung 
35ml 0,2% (w/v) Oil red O in 100% Methanol 
 
Hämalaun nach P.Mayer 
1g Hämatoxylin in 1l Aqua dest. lösen. 0,2g Natriumjodat und 50g chem. reines 
Kalialaun hinzufügen und bei Zimmertemperatur rühren. Anschließend 50g 
Chloralhydrat und 1g Zitronensäure hinzugeben.  
 
Eosin 
1g Eosin in 100 ml Aqua dest. lösen.   
 
Silbernitratlösung 
3g Silbernitrat in 100ml Aqua dest. lösen  
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Natriumthiosulfatlösung 
1g Natriumthiosulfat wird in 100ml Aqua dest. gelöst 
 
Perjodsäurelösung 
0,75g Perjodsäure in 100ml Aqua dest lösen 
 
Citrat-Puffer 
1g Zitronensäure-Monohydrat in 500ml H2O lösen und pH 6,0 einstellen 
 
GBSH5 
CaClx2H2O 0,22g/L 
Na2Cl 7,0g/L 
Na2HPO4 0,128g/L 
HEPES 1,19g/L 
Glucose 4,5g/L 
 
2.1.7 Gebrauchschemikalien 
Agarose "SeaKem LE agarose" BioProducts, Maine, USA  
Alizarin-Rot Sigma, Steinheim 
Aprotinin Sigma, Steinheim 
Aqua ad iniectabilia B.Braun, Melsungen 
BSA, 35% Sigma, Steinheim 
Buffer all Sigma, Steinheim 
CaCl2 Merck, Darmstadt 
CASYTON Schärfe System, Reutlingen 
DMSO Merck, Darmstadt 
EDTA Sigma, Steinheim 
Essigsäure Merck, Darmstadt 
Hämalaun Sigma, Steinheim 
HCl Merck, Darmstadt 
Isopropanol Merck, Darmstadt 
Kernechtrot Merck, Darmstadt 
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NaCl Merck, Darmstadt 
Natriumthiosulfat-Pentahydrat Merck, Darmstadt 
Natronlauge 1N Merck, Darmstadt 
Oil red O Sigma, Steinheim 
Paraformaldehyd Merck, Darmstadt 
PBS GIBCO BRL, Schottland 
Poly-L-Lysin Sigma, Steinheim 
Schiffs Reagenz Merck, Darmstadt 
Silbernitrat KMF Laborchemie 
Stammzelltrypsin CellSystems, St. Katharinen 
Thrombin 20U/ml  Sigma, Steinheim 
Triton-X-100 Sigma, Steinheim 
VitroClud Langenbrinck, Emmendingen 
Zitronensäure-Monohydrat Merck, Darmstadt 
 
2.1.8 Lösungsmittel 
Ethanol Merck, Darmstadt 
Methanol Merck, Darmstadt 
Xylol Merck, Darmstadt 
Isopropanol Merck, Darmstadt 
 
2.1.9 Chemikalien für die Immunhistochemie 
2.1.9.1 Antikörper 
Antikörper  Verdünnung Vorbehandlung  
Pan-CK Monoklonal, 
Maus 
1:200 Mikrowelle DAKO, Dänemark 
CK 5/6 Monoklonal, 
Maus 
1:100 Mikrowelle DAKO, Dänemark 
CK 10/13 Monoklonal, 
Maus 
1:500 Mikrowelle DAKO, Dänemark 
Ki-67 (MIB-1) Monoklonal, 
Maus 
1:1000 Mikrowelle DAKO, Dänemark 
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p53 Monoklonal, 
Maus 
1:20 Mikrowelle CALBIOCHEM, 
Darmstadt 
S100 Polyklonal, 
Kaninchen 
1:500 Keine DAKO, Dänemark 
SMA (α-
smooth muscle 
actin) 
Monoklonal, 
Maus 
1:3000 Mikrowelle Sigma, Steinheim 
Vimentin Monoklonal, 
Maus 
1:7000 Mikrowelle DAKO, Dänemark 
 
2.1.9.2 DAKO Real Detection Kit 
Biotinylated link antibody (ready-to-use), 
rabbit/mouse  DAKO, Dänemark 
Streptavidin/HRP, rabbit/mouse DAKO, Dänemark 
Diaminobenzidine (DAB+) chromogenic 
substrate system, rabbit/mouse DAKO, Dänemark 
ChemMate Buffer DAKO, Dänemark 
Haematoxylin DAKO, Dänemark 
 
2.1.10  Software 
AnalySIS Soft Imaging System GmbH, Münster 
SPSS (Version 12.0) SPSS Inc., Chicago, USA 
GraphPadPrism GraphPad Software Inc., San Diego, 
USA 
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2.2 Methoden 
2.2.1  Zellbiologische Methoden 
2.2.1.1 Isolation humaner adulter mesenchymaler Stammzellen aus dem 
Knochenmark 
Die Isolation der humanen mesenchymalen Stammzellen aus dem Knochenmark erfolgt 
nach dem ursprünglich von Haynesworth (1992) entworfenem Protokoll, das von 
Pittenger (1999) modifiziert wurde. Das Knochengewebe für die Isolation der 
Stammzellen wird von der Klinik für Orthopädie der RWTH Aachen, unter Zustimmung 
der Patienten, zur Verfügung gestellt, wobei es sich meist um Resektate handelt, die bei 
Hüftgelenksarthroplastiken anfallen, sowie um Aspirat des Knochenmarks. 
Die ausgeschabte Spongiosa des Resektats, sowie das Knochenmarksaspirat, werden 
je in ein 50ml-Röhrchen transferiert und mit je 5ml Medium bedeckt. 
Bei der Spongiosa wird zunächst das Mark aus dem Trabekelwerk gelöst. Dazu wird 
kurz mit dem Vortex gemischt und anschließend 10 Minuten bei 1200upm (Megafuge 
1.0, Rotor: BS 4402/A) zentrifugiert. Der Überstand in dem 50ml-Röhrchen wird 
dekantiert und das verbleibende Zellsediment, sowie die Spongiosa, mit 5ml 
Stammzellerhaltungsmedium bedeckt. Erneut wird mit dem Vortex gemischt und 
anschließend das Trabekelwerk der Spongiosa mittels einer 20ml Spritze mit einer 18g 
Kanüle durchspült. Das so herausgelöste Mark wird in ein zweites 50ml-Röhrchen 
überführt und weitere 5ml Medium werden auf die Spongiosa im ersten Röhrchen 
pipettiert. Dieser Vorgang wird so lange wiederholt, bis die Spongiosa makroskopisch 
eine weiße Farbe als Zeichen des herausgelösten Knochenmarks zeigt.  
Die 50ml-Röhrchen mit in Medium verdünntem Aspirat und gelöstem Knochenmark 
werden bei 1200upm  zentrifugiert und die Überstände anschließend dekantiert. Das 
verbleibende Zellsediment wird in 10ml Stammzellerhaltungsmedium resuspendiert und 
in eine T75er-Zellkulturflasche gegeben. Die mesenchymalen Stammzellen sind nach 
ca. 4 Stunden adhärent, während alle übrigen Zellen des Knochenmarks, wie die 
hämatopoetischen Stammzellen, Adipozyten oder Erythrozyten in Suspension bleiben. 
Die Isolation der hMSC basiert also auf dem Selektionsfaktor der Plastikadhärenz. Die 
restlichen Zellen des Knochenmarks werden mit dem ersten Mediumwechsel 24 
Stunden nach der Isolation entfernt. Nach ca. 2-3 Tagen sind die ersten 
mesenchymalen Stammzellen als lange spindelförmige Zellen unter dem 
Lichtmikroskop zu erkennen.  
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2.2.1.2 Isolation humaner Keratinozyten aus der Epidermis 
Die Isolation der humanen Keratinozyten erfolgt aus Voll- oder Spalthautresten, die von 
der Plastischen Chirurgie (RWTH Aachen) mit dem Einverständnis der Patienten zur 
Verfügung gestellt werden. 
Nach mechanischer Abtrennung des überflüssigen Unterhaufettgewebes wird die sterile 
Haut in möglichst schmale Streifen  geschnitten und in ein Falcon–Röhrchen überführt. 
Mittels Proteolyse (Dispase; 2,4 U/ml) wird die Epidermis von der Dermis getrennt. Die 
Inkubation mit Dispase erfolgt über Nacht bei 4°C und wird am nächsten Tag für ca. 3 
Minuten (Spalthaut) bis 30 Minuten (Vollhaut) bei 37°C im Schüttelwasserbad 
fortgesetzt. Die Inkubation im Schüttelwasserbad erfolgt unter Beobachtung, da sich 
nach einigen Minuten Epidermis und Dermis voneinander ablösen und die 
Enzymreaktion mit kaltem PBS abgestoppt werden kann. Durch leichtes Ziehen mit 
einer Pinzette werden Epidermis und Dermis vollständig voneinander getrennt und 
anschließend die Epidermis  in ein 50ml-Röhrchen mit Trypsin/EDTA (0,25%) für 15–30 
Minuten (37°C, Schüttelwasserbad) überführt. Die Dermis wird ebenfalls in ein 50ml-
Röhrchen überführt und kann für die Fibroblastenisolation (siehe 2.2.1.3) 
weiterverwendet werden. Die Enzymreaktion des Trypsin wird mit purem fetalem 
Kälberserum (FKS) inhibiert. Man treibt das Zellgemisch nun durch ein Stahlsieb mit 
einer Porengröße von 70µm, um die aneinander haftenden Keratinozyten zu 
dissoziieren. Die leicht trüb aussehende Suspension wird anschließend bei 1200upm 
für weitere 10 Minuten zentrifugiert. Nach Absaugen des Überstandes wird das 
Zellsediment in 5ml Keratinozytenmedium resuspendiert und in eine Kollagen IV–
beschichtete T25er–Kulturflasche überführt. Die Wachstumsrate ist umso besser, je 
dichter die Zellen nach der Isolation ausgesät werden. Die primären Keratinozyten 
sollten daher in einer Dichte von 5000 Zellen/cm2 ausgesät werden.  
 
2.2.1.3 Isolation humaner Fibroblasten aus der Dermis 
Nachdem die Dermis von der Epidermis durch Inkubation mit Dispase über Nacht bei 
4°C gelöst wurde, wird die Dermis in ein 50ml-Röhrchen gegeben und mit 4ml 0.2%iger 
Collagenase bedeckt. Die Inkubation erfolgt im Schüttelwasserbad bei 37°C. 
Collagenase kann als neutrale Protease zur schonenden Dissoziation besonders 
kollagenreicher Bindegewebszellen verwendet werden. Nach 1 Stunde wird das 
Dermis-Zellgemisch mehrfach mit PBS gespült und 5 Minuten bei 1200upm 
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zentrifugiert. Die Enzymreaktion wird durch das Zentrifugieren gestoppt, da die Aktivität 
der Collagenase nicht durch den Serumzusatz im Medium inhibiert wird. Der Überstand 
wird anschließend dekantiert, weitere 5ml Medium werden hinzugefügt und die 
restlichen Dermisstücke mit einer Pipette aus dem Zentrifugen-Röhrchen entfernt. Nach 
abschließender Zentrifugation wird das Zellsediment in 10ml frischem Medium 
aufgenommen und die Zellsuspension in eine T75er – Kulturflasche überführt.  
 
2.2.1.4 HaCaT-Zellen 
Die Abkürzung HaCaT steht für human adult low calcium high temperature 
keratinocytes. Es handelt sich dabei um eine permanente epitheliale humane Zelllinie, 
die als phänotypisch spontan transformiert, aber nicht tumorigen eingestuft werden 
kann. Die Zelllinie wurde etabliert in der Arbeitsgruppe von Prof. Fusenig am Deutschen 
Krebsforschungszentrum in Heidelberg (Boukamp et al. 1988). Ursprünglich stammt sie 
aus einem Nachresektionsbereich eines primär malignen Melanoms, das im oberen 
Bereich der nicht sonnenexponierten Rückenhaut eines 62 Jahre alten Patienten 
lokalisiert war. Die Immortalität des Stammes lässt mehr als 140 Passagen zu. Das 
Wachstum der Zellen ist charakterisiert durch eine lag-Phase nach dem Einsäen der 
Zellen mit verzögertem Wachstum, die in eine log-Phase übergeht mit exponentiellem 
Anstieg der Zellzahl bis zum siebten Tag der Kulturdauer. Diese Phase endet mit der 
Ausbildung eines Plateaus durch Einstellung des Wachstums, sodass eine 
Subkultivierung der Zellen nötig wird. Da die Wachstumscharakteristik durch eine 
Passageunabhängigkeit bezüglich Proliferation und Differenzierung gekennzeichnet ist, 
wird die HaCaT-Zelllinie in dieser Studie als Positivkontrolle eingesetzt. Im Vergleich mit 
nativen Keratinozyten können die HaCaT-Zellen als stabileres in vitro-Modellsystem 
angesehen werden, da in grundlegenden Untersuchungen zur Vergleichbarkeit der 
Eigenschaften von HaCaT-Zellen und nativen Keratinozyten Gemeinsamkeiten im 
biochemischen Verhalten und in der Differenzierungsfähigkeit aufgezeigt werden.  Die 
HaCaT-Zelllinie exprimiert alle epidermalen Differenzierungsmarker regelrecht 
lokalisiert (Maas-Szabowski et al. 2003). Die HaCaT-Zelllinie wird ebenfalls in 
Keratinozytenmedium kultiviert.  
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2.2.1.5 Kultivierung der Zellen 
Der Mediumwechsel bei mesenchymalen Stammzellen erfolgt zweimal, bei Fibroblasten, 
Keratinozyten und HaCaT-Zellen dreimal pro Woche. Mit einer sterilen Pasteur-Pipette 
wird das Medium vollständig abgesaugt und durch frisches, vorgewärmtes (37°C) 
Kulturmedium ersetzt. In eine T75er-Flasche werden 10ml, in eine T25er-Flasche 5ml 
Kulturmedium mit einer sterilen Plastikpipette pipettiert. 
Haben die Zellen eine Konfluenz von 70–90% erreicht, müssen sie passagiert werden. 
Dazu wird das vorhandene verbrauchte Medium mit einer sterilen Pasteur-Pipette 
abgesaugt und die Zellen werden mit 4ml PBS gewaschen. Anschließend werden 4ml 
vorgewärmtes Trypsin/EDTA (0,25%) bei den Keratinozyten, HaCaT-Zellen sowie 
Fibroblasten und bei den Stammzellen 4ml Stammzelltrypsin (CellSystems) in die T75er-
Flasche pipettiert und im Wärmeschrank (37°C) inkubiert. Nach 2 (Fibroblasten) bzw. 8 
Minuten (Stammzellen, Keratinozyten, HaCaT-Zellen) haben sich die Zellen vollständig 
von ihrem Untergrund gelöst, was man im Phasenkontrastmikroskop beobachten kann. 
Um die Enzymwirkungen zu stoppen, werden 6ml serumhaltiges Medium in die 
Kulturflasche pipettiert und die z.T. noch lose haftenden Zellen abgespült. Das 
Gesamtvolumen von 10ml wird nun in ein 50ml-Röhrchen überführt und 10 Minuten bei 
1200upm zentrifugiert. Während der Zentrifugation wird eine Zellzahlbestimmung (siehe 
2.2.1.7) durchgeführt. Während die Fibroblasten und HaCaT-Zellen im Verhältnis 1:3 und 
die Keratinozyten 1:2 passagiert werden, sollten Stammzellen in einer Dichte von 5000 
Zellen/cm2 ausgesät werden, da ihre Proliferationsrate so am höchsten ist. Nach der 
Zentrifugation wird der Überstand mit einer Pasteur–Pipette abgesaugt und das 
Zellsediment, entsprechend der vorhergehenden Berechnung mittels Zellzählung, in 
frischem Erhaltungsmedium resuspendiert und nach der Homogenisierung in der 
beschriebenen Ausaatdichte auf T75er-Kulturflaschen verteilt. Nach ca. 4 Stunden sind 
die Zellen adhärent. 
 
2.2.1.6 Einfrieren und Auftauen von Zellen 
Zum Einfrieren werden die Zellen wie beim Passagieren (siehe 2.2.1.4) trypsiniert und 
nach der Zentrifugation in einem Verhältnis von 1:3 auf die Kryoröhrchen verteilt. Die 
Resuspension der Zellen erfolgt in je 0,5ml Medium/Kryoröhrchen. Von dieser 
Suspension werden je 0,5ml zu 0,5ml DMSO-Lösung (1:5 in Medium verdünnt) in ein 
Kryoröhrchen gegeben und bei -20°C für eine Stunde eingefroren. Nach einer weiteren 
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Lagerung über Nacht bei -80°C können die Zellen zur Langzeitlagerung in die 
Gasphase des Stickstoffbehälters (-180°C) überführt werden. 
Zum Auftauen werden die Kryoröhrchen kurz bei 37°C im Wasserbad angetaut und die 
Suspension zügig in 10ml vorgewärmtes Medium gegeben. Anschließend wird bei 
1200upm  für 10min zentrifugiert, die Zellen in frischem Medium resuspendiert und in 
einer Gewebekulturflasche ausgesät. Nach 24 Stunden sollte ein Mediumwechsel 
erfolgen, um eventuell vorhandene Reste von toxischem DMSO zu entfernen. 
 
2.2.1.7 Zellzahlbestimmung mittels CASY1 
Die elektronische Zellzahlbestimmung beruht auf dem Prinzip der 
Widerstandsmessung. Die Zellen werden in isotoner Elektrolytlösung (CASYton) 
suspendiert und durch eine Messkapillare definierter Geometrie gesaugt, an die über 
zwei Platinelektroden eine elektrische Spannung angelegt ist. Dringt also eine Zelle in 
die Messkapillare ein, entsteht durch eine Widerstandsänderung ein elektrischer Impuls. 
Somit entspricht die Anzahl der Impulse der Zellzahl in der Probe. Das Zellzählgerät 
kann zudem durch Pulsflächenanalyse Zelltrümmer, tote Zellen und Zellaggregate von 
vitalen Zellen in der Probe unterscheiden. Dazu werden die von den Zellen 
verursachten Impulse nach ihrer Größe differenziert, wobei die jeweilige Impulsfläche 
dem Zellvolumen proportional ist. Die lebend–tot–Differenzierung beruht darauf, dass 
tote bzw. geschädigte Zellen mit defekter Zellmembran kleiner dargestellt werden als 
vitale Zellen mit intakter Zellmembran.  
Bei der Durchführung der Zellzählung werden 10ml CASYton (Messlösung) und 100µl 
Zellsuspension (1:100 Verdünnung) in einem Probenbecher gemischt und unter die 
Messkapillare gestellt. Bei der CASYton – Messlösung handelt es sich um eine isotone, 
partikelreine Salzlösung, die die Aggregation der Zellen im Messgefäß verhindert und 
die Zellen stabilisiert. Die Messung wird ausgelöst, woraufhin sowohl die 
Größenverteilung als auch die Zellzahl pro Milliliter abgelesen werden kann.  
  
2.2.1.8 Analyse des Zellbildes mittels Vitalfärbung 
Vitalfärbungen werden eingesetzt, um das Verhältnis vitaler zu toten Zellen in einer 
Zellkultur zu bestimmen. Die Zellen werden dazu in einer Zellzahl von 5000 Zellen/cm2 
auf Glasronden ausgesät. Für die Auswertung zu bestimmten Zeitpunkten werden die 
besiedelten Glasronden auf Glasobjektträgern platziert und es wird eine Live-death-
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Färbung mit Fluoersceindiacetat (FDA) und Propidiumiodid (PI) durchgeführt. Dazu 
pipettiert man einen Tropfen FDA-PI-Lösung auf die Glasronde mit den Zellen (1,2ml 
Ringer-Lösung, 20µl FDA [0,1µg FDA in 20ml Aceton], 20µl PI [0,01µg PI in 20ml 
PBS]). FDA wird von membrangebundenen Esterasen vitaler Zellen hydrolysiert und 
erzeugt bei vorhandener Vitalität eine grün fluoreszierende Färbung. PI dagegen kann 
durch die Membran geschädigter Zellen ins Zellinnere gelangen und durch Anlagerung 
an DNA eine Rotfärbung der Kerne erzeugen. Die Lösung wird dann dekantiert und die 
gefärbten Proben werden unmittelbar unter dem Fluoreszenzmikroskop (Polyvar) 
untersucht. Mit einer Digitalkamera werden von jeder Kultur drei repräsentative Bilder 
pro 1mm2 aufgenommen, sodass nach quantitativer Beurteilung ein Mittelwert gebildet 
werden kann. Die Bilder werden analysiert auf die Parameter Zellvitalität bzw. Zelltod, 
Zelldichte und Zellteilung (Mitosen). Diese Parameter können ausgewertet werden 
durch computergestützte, quantitative Analyse des Zellbildes. Dafür wird die 
Bildverarbeitungssoftware analySIS® angewendet. Die Digitalbilder können so unter 
Verwendung speziell programmierter Ausschluss-Algorhithmen und Filter analysiert 
werden. Im Anschluss werden die Proben in Formalin fixiert für die morphologische 
Begutachtung nach Hämalaun-Färbung. Beurteilungsparameter der Hämalaunfärbung 
sind die Kern-Plasma-Relation, Adhärenz der Zellen und Ausbreitung auf der 
Wachstumsunterlage (Zellspreading). Die erhobenen Parameter wurden mit dem T-Test 
für ungepaarte Stichproben bezüglich eines signifikanten Unterschiedes verglichen. 
Dazu wurde das Statistikprogramm SPSS verwendet und zugehörige Graphen mit der 
Software GraphPadPrism erstellt.  
 
2.2.2 Dermale Äquivalente aus Kollagen (Kollagengele) 
Die Erstellung der dermalen Äquivalente aus Kollagen erfolgt nach einem modifizierten 
Protokoll von Stark et al. (2004). Die Basis des dermalen Äquivalentes bildet saures, 
flüssiges Kollagen G (3mg/ml Kollagen I und III in 12mM HCl) mit einem Anteil von 80 % 
an dem Gesamtvolumen des Kollagengels. 
Das vor dem Ansatz des dermalen Äquivalents eisgekühlte Kollagen G wird mit 
zehnfachem  Dulbecco´s MEM (4,5g/l D – Glucose) gemischt und mit 1M NaOH 
neutralisiert (pH 7,4). Da der Einfluss stromaler Interaktionen auf verschiedene Zelltypen 
(Keratinozyten, mesenchymale Stammzellen) untersucht werden soll, werden 
Hautäquivalente mit und ohne dermale Fibroblasten angesetzt. Die dermalen 
Äquivalente ohne Fibroblasten dienen als Negativkontrolle. Es werden daher entweder in 
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Medium resuspendierte Fibroblasten in definierter Zellzahl (7.5x105 Zellen/ml) oder bei 
der Negativkontrolle ausschließlich Fibroblastenmedium unter vorsichtigem Rühren zu 
dem neutralisierten Kollagengemisch pipettiert. Um eine vorzeitige Gelbildung zu 
vermeiden, werden je 3ml des Kollagengemisches mit gekühlten Pipetten auf die 
Polycarbonat-Membran mit einer Porengröße von 0,4µm der Transwell-Kultureinsätze in 
einer  6-Well-Platte bzw. 1ml in die Einsätze einer 12-Well-Platte pipettiert. Das 
Transwell–System hängt in der Kavität ca. 1mm über dem Boden. Dies hat zum Vorteil, 
dass die Zellen, die auf dem Kollagen in dem Transwell wachsen (oberes 
Kompartiment), mit Luftkontakt kultiviert werden können und durch das Medium in dem 
unteren Kompartiment per Diffusion versorgt werden. Das Kollagengel ist nach ca. 1,5 
Stunden komplett polymerisiert, woraufhin Medium in das obere und untere 
Kompartiment des Transwell-Kultursystems pipettiert werden können.  Nach ca. 5 Tagen 
sind die dermalen Äquivalente mit Fibroblasten, im Gegensatz zu denen ohne 
Fibroblasten, kontrahiert und die Zellen können auf das Kollagengel in dem Transwell 
transferiert werden. 
 
2.2.2.1 Transfer der Zellen auf die dermalen Äquivalente aus Kollagen 
Vor der Transferierung der Zellen wird das Medium im oberen und unteren 
Kompartiment vorsichtig abgesaugt und 5x105 Zellen werden in einem Volumen von 10µl 
(mesenchymalen Stammzellen) oder 100µl (primäre Keratinozyten, HaCaT-Zellen) mittig 
auf das Kollagen pipettiert. Nach ca. 1 Stunde werden 2ml Medium in das untere 
Kompartiment, nach 2 Stunden 1ml in das obere Kompartiment auf die Zellen pipettiert. 
Nach weiteren 24 Stunden werden nur noch 2ml Medium in das untere Kompartiment 
gegeben und das Medium im oberen Kompartiment wird vollständig abgesaugt, sodass 
die weitere Kultivierung der Zellen unter Luftkontakt erfolgt und die Nährstoffversorgung 
der Zellen auf Diffusion aus dem unteren Kompartiment beschränkt ist. 
 
2.2.3  Multipotenznachweis humaner mesenchymaler Stammzellen 
2.2.3.1 Multipotenznachweis humaner mesenchymaler Stammzellen in einer 
2D-Kultur 
Um die Multipotenz der hMSC bei jedem Versuch zu überprüfen, werden sie nach 
Protokollen von Pittenger et al. (1999) in Osteoblasten und Adipozyten differenziert. Zur 
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Osteoblastendifferenzierung werden 3.1x104 Zellen/cm2 in Stammzellmedium ausgesät. 
Nach 24 Stunden werden die Zellen alle 2 Tage mit Osteoblasten-Induktions-Medium 
versorgt. Nach 16 Tagen können die Kalziumablagerungen mittels Alizarin-Rot–
Färbung nachgewiesen werden. Die mit eiskaltem 70%igen Ethanol fixierten Zellen 
werden mit A. bidest gewaschen und für 10 Minuten in Alizarin-Rot-Lösung  (40mM, pH 
4,1) geschwenkt. Nach dreimaligem Waschen mit PBS erscheinen die 
Kalziumablagerungen rot. Bei der Adipozyten-Differenzierung werden die Zellen in einer 
Dichte von 8x104 Zellen/cm2 ausgesät und ab dem nächsten Tag alle drei bis vier Tage 
abwechselnd in Adipozyteninduktions- und Adipozyten-Erhaltungsmedium kulitiviert. 
Nach 21 Tagen wird der Erfolg der Differenzierung anhand der Lipidvakuolenbildung mit 
Oil red O-Lösung nachgewiesen. Dazu wird werden die Zellen zunächst für 30 Minuten 
in 50% eiskaltem Ethanol fixiert und dann weitere 10 Minuten in Oil red O-Lösung 
geschwenkt. Unter dem Lichtmikroskop erscheinen die Lipidvakuolen rot. 
 
2.2.3.2 Multipotenznachweis humaner mesenchymaler Stammzellen in 
einem 3D-Kollagengel 
Die Multipotenz der mesenchymalen Stammzellen in einem Kollagengel wird 
nachgewiesen, indem mesenchymale Stammzellen in einer Konzentration von 1x106/ml 
anstelle von Fibroblasten dem neutralisierten Kollagengemisch zugefügt werden. Von 
diesem Kollagengemisch werden je 2,5ml/Well einer 6-Well-Platte pipettiert. Nach 
Polymerisation des Kollagengels wird das Gel mit 2ml Stammzellmedium bedeckt, das 
am nächsten Tag durch Osteoblasten-Induktionsmedium bzw. Adipozyten-
Induktionsmedium ersetzt wird. Die Kollagene werden nun alle 2 Tage zur Induktion des 
osteogenen Phänotyps mit Osteoblasten-Induktionsmedium und zur Induktion des 
adipogenen Phänotyps abwechselnd mit Adipozyten-Induktionsmedium und 
Adipozyten-Erhaltungsmedium versorgt. Zur Überprüfung der Zelldifferenzierung 
werden die Kollagene nach 21, 28 und 42 Tagen mit Formalin fixiert und histologisch 
aufgearbeitet. 
 
2.2.3.3 Multipotenznachweis humaner mesenchymaler Stammzellen auf 
einem 3D-Kollagengel mit Luftkontakt 
Um eine potentielle Differenzierbarkeit der mesenchymalen Stammzellen unter der 
Bedingung des Luftkontakts nachzuweisen, erfolgt die Differenzierung der 
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mesenchymalen Stammzellen auf einem Kollagengel in Adipozyten und Osteoblasten. 
Zudem können Parameter wie Morphologie, Proliferation und Migration der Zellen in 
das Kollagengel in Abhängigkeit der verschiedenen Medien, sowie der Einfluss der 
Fibroblasten auf die Differenzierung beurteilt werden. 
Dazu werden Kollagengele mit und ohne Fibroblasten angesetzt und 5x105 Zellen/100µl 
mittig auf das Kollagengel pipettiert (s. 2.2.2 und 2.2.2.1). Nach einer 
Kultivierungsdauer von 24 Stunden in Stammzellmedium ohne Luftkontakt wird das 
Medium im oberen Kompartiment abgesaugt und das Medium im unteren Kompartiment 
durch die Induktionsmedien für die Differenzierung ersetzt. Auch bei diesem Versuch 
werden die Kollagene alle 2 Tage zur Induktion des osteogenen Phänotyps mit 
Osteoblasten-Induktionsmedium und zur Induktion des adipogenen Phänotyps 
abwechselnd mit Adipozyten-Induktionsmedium und Adipozyten-Erhaltungsmedium 
versorgt. Nach 21 Tagen wird  der Erfolg der Differenzierung durch Färbung der 
Kollagene mit Oil Red O- (Adipozyten) und Alizarin-Rot-Färbung (Osteoblasten) (s. 
2.2.3.1) überprüft. Die gefärbten Kollagene werden anschließend formalinfixiert und 
histologisch aufgearbeitet. Da die Oil Red O-Färbung wasserlöslich ist, werden die 
Schnitte der adipogenen Differenzierung für die mikroskopische Begutachtung 
zusätzlich mit Hämatoxilin-Eosin gefärbt. Bei der osteogenen Differenzierung werden 
die Schnitte nur entparaffiniert, da die Alizarin-Rot-Färbung gut sichtbar bleibt und durch 
die Kennzeichnung der Kalziumablagerungen die mesenchymalen Stammzellen 
detektiert werden. 
 
2.2.4 Kultivierungsmodifizierungen der dermalen Äquivalente aus Kollagen mit 
mesenchymalen Stammzellen 
2.2.4.1 Stimulation mit 5-Azacytidin 
Zur epidermalen Differenzierung mesenchymaler Stammzellen werden diese in 
semikonfluenten T75er-Flaschen für 24h in 10ml Stammzellmedium mit Zugabe von 
10µM 5-Azacytidin inkubiert. Danach wird das Medium abgesaugt, die Zellen mit PBS 
gespült, passagiert und anschließend, wie oben beschrieben, in einer Zellzahl von 
5x105/10µl auf die Hautäquivalente aus Kollagen pipettiert und mit Luftkontakt in 
Keratinozytenmedium kultiviert.  
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2.2.4.2 Stimulation mit Retinsäure 
Hier erfolgt die Kultivierung der hMSC in Keratinozytenmedium mit Zusatz von all trans-
Retinsäure (0,5µM) kultiviert. Der Mediumwechsel erfolgt alle 2 Tage. Die Konstrukte 
werden zusätzlich, wie in den anderen Versuchen, mit Luftkontakt kultiviert.  
 
2.2.5 Mesenchymale Stammzellen auf dermalen Äquivalenten aus 
Fibrin 
2.2.5.1 Aufbereitung des Fibrinogen 
Das in Pulverform erhältliche Fibrinogen wird im Verhältnis 10:1 in A. bidest. und 
GBSH5-Puffer ohne Calcium und Glukose gelöst.  Dazu wird das Fibrinogen zunächst 
in A. iniectabilia (2,5mg/ml) suspendiert und ca. 20 Minuten mit einem Rührfisch unter 
Vermeidung von Scherkräften gelöst. Nach vollständigem Lösen des Fibrinogens wird 
die Suspension in GBSH5-Puffer ohne Calcium und Glukose weiter verdünnt. Es 
werden nun je ca. 5ml der Suspension in einen 10cm langen Dialyseschlauch pipettiert, 
der an beiden Enden verknotet wird. Die Dialyse erfolgt über Nacht bei 5°C gegen 
GBSH5-Puffer (ohne Calcium und Glukose) zur weiteren Aufreinigung des Fibrinogen 
von Ionen und Molekülen. Anschließend wird das gelöste Fibrinogen aus dem 
Dialyseschlauch in ein Beckman-Röhrchen pipettiert und bei 6000upm (Megafuge 1.0, 
Rotor: BS 4402/A) für 30 Minuten bei Raumtemperatur zentrifugiert. Der Überstand in 
dem Beckman-Röhrchen wird nun durch einen 5µm- und anschließend einen 0,22µm-
Filter sterilfiltriert und kann bei -80°C eingefroren und gelagert werden. 
 
2.2.5.2 Dermale Äquivalente aus Fibrin 
Der Aufbau eines Hautäquivalents aus Fibrin entspricht dem Aufbau der 
Hautäquivalente aus Kollagen. Es werden ebenfalls Fibrinkonstrukte mit und ohne 
Fibroblasten angesetzt.  
Zur Herstellung von 1ml Fibrin werden 20µl GBSH5-Puffer ohne Calcium und Glukose, 
50µl Calciumchlorid (50mM) und 830µl gelöstes Fibrinogen (0,1%) sowie 100µl 
Thrombin (20 Units/ml in TBS) benötigt. Das endgültige Fibrinkonstrukt enthält also 
3,5mg Fibrinogen, 2,5mM Ca2+ und 2 NIH-Einheiten Thrombin. 
Bei der Herstellung eines Hautäquivalentes aus Fibrin mit dermalen Fibroblasten 
werden die Fibroblasten passagiert und durch die Zellzählung so eingestellt, dass nach 
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Zentrifugation ein Zellsediment mit 7,5x105 Fibroblasten im Zentrifugen-Röhrchen 
vorliegt. Nach Absaugen des Mediums pipettiert man zunächst 20µl GBSH5, dann 50µl 
Calciumchlorid (50mM) und dann 830µl Fibrinogen auf das Zellsediment und 
homogenisiert die Zellsuspension mit einer 1000µl Pipette. Bei einem Hautäquivalent 
ohne Zellen werden die oben genannten Bestandteile des Fibrinogengemisches in ein 
leeres Zentrifugen-Röhrchen pipettiert und gemischt. Man legt nun 20µl Thrombin mittig 
in je einem Transwell-Kultureinsatz/6-Well vor und pipettiert 180µl des 
Fibrinogengemischs auf diesen Thrombintropfen. Dadurch spaltet Thrombin 
niedermolekulare Peptide (Fibrinopeptide) aus Fibrinogen ab, sodass Fibrinmonomere 
gebildet werden, die über nicht-kovalente Bindungen zu einem Fibrinpolymer 
koagulieren. Diese Koagulation ist nach wenigen Minuten durch eine Weißfärbung des 
entstandenen Fibrinpolymers zu erkennen. Bis zur vollständigen Koagulation werden 
die Fibrinkonstrukte noch 30 Minuten in den Inkubator gestellt. Anschließend werden 
2ml Keratinozytenmedium, angereichert mit 13µl/ml Aprotinin, in das untere 
Kompartiment und 1ml in das obere Kompartiment pipettiert. 
 
2.2.5.3 Transfer der hMSC auf die dermalen Äquivalente aus Fibrin 
Die mesenchymalen Stammzellen werden in einer Dichte von 3x105 Zellen ca. 2 
Stunden nach Ansatz des Fibrinkonstrukts auf dessen Oberfläche in einem Volumen 
von 10µl möglichst mittig pipettiert, wozu das Medium im oberen Kompartiment 
abgesaugt und erst 4 Stunden nach Transfer der Zellen erneuert wird. Das Medium wird 
bei den Hautäquivalenten aus Fibrin alle 2 Tage gewechselt und stets mit 13µl/ml 
Aprotinin versetzt. Aprotinin hemmt durch reversible Komplexbildung die Wirkung von 
Trypsin, Kallikrein, Plasmin, Protein C und dem Plasmin-Streptokinase-Komplex. Es 
besitzt somit inhibitorische Wirkung auf die Fibrinolyse und die Kallikrein-vermittelte 
Kontaktaktivierungskaskade (intrinsische Gerinnungskaskade) und verhindert so eine 
mögliche hMSC-vermittelte Fibrinolyse während der Kultivierung. Nach 4 Tagen werden 
auch die Hautäquivalente aus Fibrin, durch Absaugen des Medium im oberen 
Kompartiment, mit Luftkontakt kultiviert. 
 
Material und Methoden 
 44 
2.2.6  Histologische Aufarbeitung für die Lichtmikroskopie 
2.2.6.1 Fixierung und Stabilisierung der dermalen Äquivalente vor der 
histologischen Aufarbeitung 
Vor der Fixierung der dermalen Äquivalente wird das Medium in den Kultureinsätzen mit 
einer Pasteur–Pipette abgesaugt und mehrfach mit PBS gespült, um eine Austrocknung 
des Gewebes und mögliche unspezifische Färbungen durch Mediumreste im Gewebe 
zu verhindern. Die dermalen Äquivalente werden anschließend für mindestens 2 
Stunden in Formalin (ca. 37% w/v Formaldehyd) fixiert. Da die Hautäquivalente nach 
Ablösung aus dem Transwell eine sehr feine Konsistenz besitzen und leicht Fältelungen 
des Gewebes auftreten, werden sie z.T. vor der Einbettung mit Hilfe 3%-iger Agarose in 
TBE-Puffer unter Beachtung der Orientierung (zellbesiedelte Kollagenoberfläche–
Kollagenunterseite) formstabilisiert. Zur Markierung der Orientierung der Kollagene wird 
die Agarose an der Seite der zellbesiedelten Kollagenoberfläche  mittels Einkerbung 
oder grüner Tusche gekennzeichnet.  
 
2.2.6.2 Einbettung und Ausgießen des Probenmaterials 
Die Überführung des Gewebes in Paraffin erfolgt im Einbettautomaten. Nach 
aufsteigender Alkoholreihe (je 90 min in 1 x 50% Alkohol,  2 x 70%, 2 x 80%, 1 x 96%, 2 
x 100%) sowie unter Verwendung des Intermediums Histo Clear (je 2 x 90 min) werden 
die Proben in 60°C heißes Paraffin überführt.  
Nach Paraffinierung des Gewebes werden die Proben in Ausgussformen aus Edelstahl 
platziert und mit der Ausgießstation Paraffinblöcke durch Zugabe und Erkaltung von 
flüssigem Paraffin hergestellt. Nach dem Entfernen des überflüssigen Paraffins am 
Rand des Blöckchens mit einem Skalpell, kann der Block in das Spannklammer – 
Wechselsystem des Rotationsmikrotoms eingespannt werden.  
 
2.2.6.3 Schneiden der Paraffinblöcke 
Alle histologischen Schnittpräparate werden am Rotationsmikrotom (Leica RM 2145) 
bei einer eingestellten Schnittdicke von 1µm erstellt.  
Nach dem Schneiden werden die Schnitte auf ein Paraffin-Streckbad (37°C) gelegt und 
dann entweder auf mit Poly-L-Lysin- beschichtete Objektträger oder auf SuperFrost 
Plus-Objektträger für die Immunhistologie gezogen.  
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2.2.6.4 Vorbehandlung der Paraffinschnitte 
Paraffinschnitte müssen vor der Färbung ca. 40 Minuten im 60°C – Brutschrank und 
anschließend für 12 Minuten in Xylol entparaffiniert werden. Anschließend wird durch 
die absteigende Alkoholreihe (2x5 min absoluter Alkohol, 1x5 min 96- und 1x5 min 
70%iger Alkohol) dehydriert und in Aqua dest. gespült.  
 
2.2.6.5 Färbungen 
2.2.6.5.1 Hämatoxilin-Eosin-Färbung 
Die HE–Färbung dient zur primären Übersichtsgewinnung der Schnitte. Bei dieser 
Färbung werden Zellkerne, Kalk, grampositive Bakterien und Knorpelgrundsubstanz 
blau dargestellt, während sich das Zytoplasma, Kollagenfasern und Erythrozyten rot 
färben. Die entparaffinierten Schnitte auf den Objektträgern werden 2 Minuten in 
Hämalaun gefärbt und anschließend unter fließendem Leitungswasser ca. 10 Minuten 
gebläut. Es erfolgt eine Gegenfärbung mit Eosin für 12 Sekunden. Die Differenzierung 
erfolgt durch vorsichtiges Eintauchen in Leitungswasser bis zur gewünschten Färbung. 
Nach Dehydrierung folgt die Versiegelung der Präparate (siehe 2.2.7.2). 
 
2.2.6.5.2 PAS–Reaktion 
Die „periodic acid Schiff´s reaction“ beruht darauf, dass durch eine wässrige Lösung 
von Perjodsäure bestimmte, besonders in Polysacchariden vorkommende Atomgruppen 
aufgespalten und zu Aldehyden oxidiert werden. Diese werden dann anschließend mit 
fuchsinschwefliger Säure (=Schiffs-Reagenz) durch Bildung eines roten Farbstoffs 
nachgewiesen. Die PAS-Reaktion erfasst Muko- und Glykoproteine, Polysaccharide, 
neutrale Mukopolysaccharide, Glykolipide und Phospholipide. Positiv reagierende 
Glykoproteine sind an Basalmembranen, Gitterfasern und Kollagenfibrillen angelagert 
und führen so zur Anfärbung dieser Strukturen.  
Die Schnitte werden 10 Minuten in 1%iger, frisch angesetzter wässriger 
Perjodsäurelösung oxidiert und anschließend mehrfach mit Aqua dest. gespült. 
Anschließend inkubieren sie für 30 Minuten im Dunkeln in Schiff´s Reagenz und werden 
danach wieder für 5 Minuten unter fließendem Wasser gespült. Die Kerne werden nun 
für 5 Minuten in Hämalaun gegengefärbt und anschließend versiegelt. 
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2.2.6.5.3 Kalknachweis nach Kossa 
Die Kossa-Färbung stellt Kalkablagerungen durch Schwärzung mit Silbernitratlösung im 
histologischen Bild bräunlich bis schwarz dar. Zellen und Zellkerne erscheinen rosa bis 
rot.  
Die Schnitte werden in einer 3%-igen Silbernitratlösung für mindestens 15 Minuten 
unter einer UV-Lampe inkubiert. Die Inkubation kann dann abgebrochen werden, wenn 
schwärzliche Ablagerungen auf dem Schnitt erscheinen. Anschließend werden die 
Schnitte in Aqua dest. gespült und in 1%-iger Natriumthiosulfatlösung für 1 Minute 
fixiert. Die Kerne werden nach erneuter Spülung in Aqua dest. mit filtriertem Kernechtrot 
10 Minuten gefärbt. Nach kurzer Spülung in Aqua dest. können die Schnitte versiegelt 
werden. 
 
2.2.6.6 Versiegelung der gefärbten Schnitte 
Die Versiegelung der Präparate dient der Herstellung unbegrenzt haltbarer 
mikroskopischer Präparate. Durch die aufsteigende Alkoholreihe (1x5 min 70%-, 1x5 
min 96%-, 2x5 min 100%-iger Alkohol) werden die Präparate nach der Färbung 
vollständig entwässert und anschließend zur Entfernung des Alkohols 2x5 min in Xylol 
überführt. Die Schnitte können nun mit Vitro-Clud unter einem Deckglas eingedeckt 
werden.  
 
2.2.7  Immunhistologie 
Die automatisierte Immunfärbung verwendet Kapillarwirkung, um Reagenzien 
aufzuziehen und die Proben zu bedecken, die auf speziellen Kapillarspalt-
Mikroskopobjektträgern fixiert sind. Entfernt werden die Reagenzien von den Proben 
durch Absorption in saugfähige Absorbent-Pads. Ein Vorteil dieser Methode ist die 
Standardisierung und das geringe Volumen des Primärantikörpers. Die Paraffinschnitte 
werden vor der Färbung wie gewohnt entparaffiniert und antikörperabhängig in der 
Mikrowelle in Citratpuffer einer Epitopdemaskierung unterzogen. Die automatisierte 
Immunfärbung verwendet 3 Waschpuffer aus einem Buffer Kit, die zur Spülung 
verwendet werden. Die Färbung im Automaten beginnt mit mehrmaligem Spülen, dann 
wird der primäre, unkonjugierte Antikörper für 25 Minuten inkubiert. Nach erneuter 
Spülung inkubiert der biotinylierte Sekundärantikörper ebenfalls für 25 Minuten. Nach 
wiederholten Spülungen wird der Streptavidin-Biotin-Enzymkomplex (HRP-Substrat)  für 
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25 Minuten auf den Schnitt gegeben. Die immunhistochemische Färbung schließt mit 
der Substrat-Chromogen-Lösung, bestehend aus Diaminobenzidin (DAB)-Chromogen 
verdünnt in HRP Substrat-Puffer, ab. Die Gegenfärbung der Zellkerne erfolgt mit 
Hämatoxylin für 1 Minute. Nach abschließender Spülung können die Schnitte mit Vitro-
Clud eingedeckelt werden. 
 
2.2.8  Elektronenmikroskopie 
Die Proben, die elektronenmikroskopisch ausgewertet werden sollen, werden für 
mindestens 24 Stunden in 1ml 3%-iger Glutaraldehyd-Gebrauchslösung fixiert. Die 
weitere Aufarbeitung der Proben erfolgt in der elektronenmikroskopischen Einrichtung 
der Medizinischen Fakultät der RWTH Aachen. 
 
2.2.8.1 Transmissionselektronenmikroskopie 
Nach der Fixierung in Glutaraldehyd werden die Kollagenkonstrukte mit 1%-igem 
Osmiumtetroxid (pH 7,4) nachfixiert, sodass die Zellen auf den Kollagenen als 
schwarze Punkte erscheinen. Nach der Osmierung werden die Proben mit Natrium-
Phosphat-Puffer (0,2M, pH 7,39) gespült und in der aufsteigenden Alkoholreihe 
dehydriert. Dann erfolgt die Einbettung in Epon. Die Proben können nun an dem 
Ultramikrotom getrimmt und als Semidünnschnitte für die Lichtmikroskopie geschnitten 
werden. Ausgewählte Proben werden als Ultradünnschnitte aufgearbeitet, mit 
Uranylacetat und Bleicitrat kontrastiert und anschließend 
transmissionselektronenmikroskopisch untersucht.  
 
2.2.8.2 Rasterelektronenmikroskopie 
Die Proben werden mit Natrium-Phosphat-Puffer (0,2M, pH 7,39) gespült und in der 
aufsteigenden Alkoholreihe dehydriert. Nach der Alkoholreihe werden die Proben für 10 
Minuten in 100% Aceton gestellt. Sie werden dann im Kritisch-Punkt-Trockner in 
flüssigem CO2  getrocknet. Anschließend werden sie auf Stiftprobenteller geklebt und 
mit Gold in der Kathodenzerstäubungsanlage (Schichtdicke ca. 30 nm) bedampft. Die 
Proben können nun im Rasterelektronenmikroskop unter Vakuum-Bedingungen 
analysiert werden. 
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2.2.9 Quantifizierungen der Kollagengele 
2.2.9.1 Quantifizierung der makroskopischen Kontraktion der Kollagengele 
Nach 28 Tagen wurde die makroskopische Kontraktion der Kollagengele durch 
Bestimmung der Fläche der kontrahierten, formalin-fixierten Kollagengele ermittelt. Die 
Messungen wurden an digitalen Bildern eines binokulären Makroskops vorgenommen 
und anschließend mit der Software DISKUS ausgewertet.  
 
2.2.9.2 Morphometrische Analyse und Quantifizierung der Zellen auf den 
Kollagengelen nach histologischer Aufarbeitung 
Die histologischen Schnitte der hMSC, die sowohl mit als auch ohne Luftkontakt auf 
azellulären Kollagenen kultiviert wurden, wurden nach 28 Tagen morphometrisch 
analysiert. Diese morphometrischen Analysen der histologischen Schnitte dienten a) zur 
Quantifizierung der Dichte der hMSC auf den Kollagengelen und b) zur Auswertung der 
Migrationstiefe der Zellen in das Kollagengel. Die Zelldichte der hMSC auf den 
azellulären Kollagenen wurde mittels manueller Zellzählung an vier repräsentativen 
Flächen à 1mm2 bestimmt. Für die statistische Auswertung wurde der Mittelwert der vier 
Bilder pro Experiment verwendet.  
Die Quantifizierung der Zellmigration in das Kollagengel erfolgte mittels der DISKUS 
Software durch Bestimmung der Migrationsstrecke einzelner Zellen ausgehend von der 
Kollagenoberfläche. Die Migrationstiefe wird prozentual bezogen auf die Kollagendicke 
angegeben. Pro Experiment wurden je drei Migrationsstrecken und Kollagendicken 
bestimmt und ihr Mittelwert für die statistische Auswertung genutzt. 
 
2.2.9.3 Statistische Auswertung der Quantifizierungen 
Für die statistische Auswertung wurden die erhobenen Parameter mit dem T-Test für 
ungepaarte Stichproben bezüglich eines signifikanten Unterschiedes verglichen. Alle 
Werte sind als Mittelwerte ± Standarsabweichung angegeben. Als statistisch signifikant 
wurde ein p<0,01 definiert. Dazu wurde das Statistikprogramm SPSS verwendet und 
zugehörige Graphen mit der Software GraphPadPrism erstellt. 
 
Ergebnisse 
 49 
3. Ergebnisse 
Die Ergebnisse dieser Arbeit beruhen pro Versuch auf je fünf unabhängigen 
Experimenten von je fünf unterschiedlichen Zellspendern (n=5). 
3.1 Etablierung der dermalen Äquivalente auf Kollagenbasis 
Die dermalen Äquivalente benötigten nach dem Zeitpunkt der Neutralisation des 
flüssigen, sauren Kollagen G eine Polymerisationszeit von 3-4 Stunden, um eine 
geleeartige Konsistenz zu entwickeln. Zu diesem Zeitpunkt war noch keine Kontraktion 
der Kollagengele mit Fibroblasten zu erkennen. Nach 24 Stunden hatte sich die Struktur 
der Kollagengele  weiter gefestigt, was man an der allmählichen Farbveränderung der 
Kollagene von dunkelrosa nach hellrosa erkennen konnte. Innerhalb der ersten 4 Tage 
war eine progressive Kontraktion der dermalen Äquivalente mit Fibroblasten erkennbar  
(Abb. 6A, B). Nach max. 7 Tagen hatten sie die geeignete dichte, aber f4lexible Struktur 
für die Transplantation der Zellen erreicht (Abb. 6C).  
 
Abbildung 6: Makroskopischer Aspekt der Kollagengele mit und ohne Fibroblasten nach 2, 4 und 7 
Tagen. Im Gegensatz zu den dermalen Äquivalenten ohne Fibroblasten (D-F) wurde bei denen mit 
Fibroblasten (A-C) eine makroskopische Kontraktion über einen Zeitverlauf von 7 Tagen sichtbar, 
während die azellulären Kollagene keine nennenswerte Kontraktion aufwiesen. Skala: 1 cm 
A  C  B  
F  E  D  
Mit Fibroblasten 
Ohne Fibroblasten 
2 Tage 4 Tage 7 Tage 
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Die maximale Kontraktion der dermalen Äquivalente bei einer Zellzahl von 7,5x105 
Fibroblasten/ml betrug im Durchschnitt 14,5% des Anfangsdurchmessers, auch bei 
Kultivierungsdauern der dermalen Äquivalente über 7 Tage hinaus.  
Die maximale Kontraktion der Kollagene ohne Fibroblasten betrug nicht mehr als 1 % 
des Anfangsdurchmessers der Kollagene (Abb. 6D-F).  
3.1.1  Wachstum und Morphologie der HaCaT-Zellen auf den dermalen 
Äquivalenten 
Die HaCaT-Zellen zeigten in Kultur die typische Morphologie von Keratinozyten. Bei 
niedriger Kalzium-Konzentration des Kulturmediums wuchsen die Zellen in 
einschichtigen Zellklustern und wiesen einen oval-polygonalen Zellköper und kaum 
zytoplasmatische Ausläufer auf, während frei liegende Zellen sich mit feinen 
zytoplasmatischen Fortsätzen darstellten. Die einzeln vorliegenden Zellkluster, die nach 
Aussäen der Zellen zu sehen waren, verschmolzen während der Kultivierung 
miteinander zu einem homogenen, nicht-stratifizierenden Zellrasen ohne Anzeichen 
einer beginnenden Keratinisierung (Abb. 7A). Bei einer höheren Kalzium-Konzentration 
des Mediums war bereits bei subkonfluenten Kulturen eine beginnende Stratifizierung 
und Differenzierung mit fokaler Hornbildung der Zellen zu erkennen. Die Zellen bildeten 
auch bei Konfluenz keinen homogenen Zellrasen aus, sondern bildeten einzeln 
liegende, mehrschichtige Zellkluster.  
Für die Versuche wurden die Zellen daher in Medium mit niedriger Kalzium-
Konzentration kultiviert, um eine Differenzierung der Zellen in Kultur zu vermeiden und 
so eine Stratifizierung auf den dermalen Äquivalenten erreichen zu können. 
 
Abbildung 7: (A) Subkonfluenter Monolayer der HaCaT-Zellen bei Kultivierung in Medium mit 
niedriger Kalzium-Konzentration. Die Zellen wiesen eine polygonale Morphologie und z.T. feine 
zytoplasmatische Ausläufer auf. (B) Makroskopischer Aspekt der HaCaT-Zellen auf den dermalen 
Äquivalenten nach einer Kultivierung von 4 Tagen in einem Transwell. Es zeigten sich bereits zu 
diesem Zeitpunkt Zellkluster, die zu einer homogenen Zellschicht verschmolzen. Skalen: 200µm (A), 
1cm (B) 
A B 
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Bei der Erzeugung der organotypischen Kultur wurden die HaCaT-Zellen auf die 
maximal kontrahierten dermalen Äquivalente mit und ohne Fibroblasten transplantiert, 
auf denen sie bereits nach einer maximalen Kultivierungsdauer von 30 Minuten 
adhärent wurden. Nach weiteren 24 Stunden wurde das Medium im oberen 
Kompartiment des Transwells abgesaugt und die Zellen von diesem Zeitpunkt an mit 
Luftkontakt kultiviert. Wie auch bei der Kultivierung in der Kulturflasche zeigten sich 1-2 
Tage nach der Transplantation Zellkluster auf der Oberfläche der dermalen Äquivalente, 
die nach 5-6 Tagen zu einer konfluenten Schicht verschmolzen (Abb. 7B). Nach einer 
maximalen Kultivierungsdauer von 10 Tagen zeigte sich eine durchgehende Zellschicht 
homogen wachsender HaCaT-Zellen auf den dermalen Äquivalenten, die einen 
mehrschichtigen Aufbau aufwiesen (Abb. 8). Die dermalen Äquivalente, sowohl mit als 
auch ohne Fibroblasten, erschienen kompakt und es kam nicht zu einer Invasion der 
Zellen in das Kollagengel. Die Fibroblasten waren gleichmäßig in dem Kollagengel 
verteilt und die Dicke dieser Kollagengele war höher als die der zellfreien (Abb. 8A, C). 
Nach dieser relativ kurzen Kultivierungsdauer waren die einzelnen Schichten der 
Epidermis jedoch kaum differenzierbar und eine Basalmembran konnte nicht 
abgegrenzt werden. Das Bild entsprach nach 10 Tagen einer frühen, rekonstruierten 
Epidermis. Die Schichtdicke der Keratinozyten auf den dermalen Äquivalenten mit 
Fibroblasten (Abb. 8A-B) war ebenfalls deutlich höher als bei den stromazellfreien (Abb. 
8C-D). Bei den dermalen Äquivalenten mit Fibroblasten zeigten sich basal rundliche bis 
hochprismatische Zellen mit ovalen Zellkernen, die eine erste, durchgehende Zelllage 
formierten (Abb. 8B, Pfeil und Linie 1). Die Zellen waren nicht einheitlich senkrecht zur 
Hautoberfläche angeordnet, da einige Zellen ohne Vorzugsrichtung in dieser basalen 
Schicht wuchsen. Bei den dermalen Äquivalenten ohne Fibroblasten war basal nur 
ansatzweise eine einheitliche, durchgehende Zelllage zu beobachten, da die 
zytoplasmatischen Fortsätze einiger Zellen in die kollagene Matrix hineinragten (Abb. 
8D, Pfeil und Linie 1). Dennoch zeigte sich auch hier eine annähernde Schichtung mit 
basal rundlich bis hochprismatischen Zellen, jedoch ohne einheitliche 
Wachstumsrichtung. Die zu diesem Zeitpunkt abgrenzbare suprabasale Schicht war 8-
14 Zelllagen breit und wies polygonale, isoprismatische Zellen mit überwiegend 
einheitlichem vertikalem Wachstumsmuster auf (Abb. 8B, D, oberhalb Linie 1).  
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Abbildung 8: HaCaT-Zellen auf Kollagengelen mit (A-B) und ohne (C-D) Fibroblasten nach einer 
Kultivierungsdauer von 10 Tagen. Sie zeigten auf den dermalen Äquivalenten einen homogenen, 
mehrschichtigen Aufbau mit einer ansatzweisen Stratifizierung. Die Schichtdicke der HaCaT-Zellen 
war bei den fibroblastenhaltigen dermalen Äquivalenten deutlich höher (vgl. A und C). Linie und Pfeil 
1 verdeutlichen das Stratum basale, die darüberliegenden Schichten stellen das Stratum suprabasale 
dar. Pfeil 2 verdeutlicht die letzten Schichten des Stratum suprabasale mit deutlich abgeflachten 
Zellen als Zeichen einer beginnenden Stratifizierung; Skalen: 100 µm (A, B, C), 25 µm (D) 
 
Die Schichtdicke war hier bei den dermalen Äquivalenten mit Fibroblasten höher als bei 
denen ohne Fibroblasten, doch morphologisch bestanden kaum Unterschiede zwischen 
den Zellen. In dieser suprabasalen Schicht konnten ein Stratum spinosum und 
granulosum nicht eindeutig voneinander abgegrenzt werden. Die letzten 1-4 
Zellschichten wiesen jedoch stark abgeflachte, meist horizontal ausgerichtete Zellen als 
Merkmale eines Stratum granulosum auf, die z.T. basophiler als die restlichen Zellen 
erschienen (Abb. 8B und D, Pfeil 2). Ein Stratum corneum hatte sich zu diesem 
Kultivierungszeitpunkt noch nicht ausgebildet.  
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3.1.1.1 Immunhistochemische Analysen 
Immunhistochemisch bestätigte sich, dass die HaCaT-Zellen nach einer 
Kultivierungsdauer von 10 Tagen auf den dermalen Äquivalenten eine beginnende 
Differenzierung aufwiesen und so eine frühe Epidermis darstellten.  
Die immunhistochemische Analyse der HaCaT-Zellschicht mit einem Antikörper gegen 
Pan-Zytokeratin konnte zeigen, dass es sich bei der HaCaT-Zelllinie um eine reine 
Keratinozytenkultur handelt, da alle Zellen eine gleichmäßige, positive Zytokeratin-
Reaktion aufwiesen (Abb. 9A). Die Fibroblasten in dem dermalen Äquivalent zeigten 
keine Antikörperreaktion für Pan-Zytokeratin, jedoch für Vimentin als Marker 
mesenchymaler Zellen (Abb. 9B). Die beiden Zellkompartimente Stroma und Epidermis 
waren streng voneinander getrennt und es kam nicht zu einer Vermischung der Zellen 
(Abb. 9B, Inset und Pfeile). Da Pan-Zytokeratin jedoch keine Aussage über die 
hierarchische Organisation und den Differenzierungsgrad eines Epithels zulässt, 
wurden CK 5/6 und p63 als Marker proliferativer Zellen der Basalzellschicht komplexer 
Epithelien und CK 10/13 als Marker des Übergangs von der Basalzellschicht zur 
suprabasalen Zellschicht eingesetzt.  
Bei den HaCaT-Zellen auf den dermalen Äquivalenten war CK 5/6 bei den Zellen aller 
Schichten gleichermaßen positiv (Abb. 9C). Eine positive Antikörperreaktion mit p63 
zeigten nach 10 Tagen ebenfalls nahezu alle HaCaT-Zellen  (Abb. 9D, inset). Vereinzelt 
lagen jedoch, v.a. in den oberen Schichten, Zellen mit negativer Antikörperreaktion als 
Zeichen einer beginnenden Differenzierung (Abb. 9D, Pfeile) vor. Diese beginnende 
Differenzierung bestätigte sich durch die immunhistochemische Analyse mit CK10/13. 
Dieses Zytokeratin kann äquivalent zu Involucrin als differenzierungsspezifischer 
Marker des Übergangs der basalen zur suprabasalen Schicht angewendet werden. Es 
zeigte sich bei den vorliegenden Hautäquivalenten als Zeichen einer beginnenden 
Differenzierung und Stratifizierung (Abb. 9E) eine diffuse Positivität für CK 10/13 in den 
suprabasalen Schichten, nicht jedoch in der basalen Schicht. Der Proliferationsmarker 
Ki-67 zeigt in epidermalen Geweben hauptsächlich im Str. basale und in unteren 
Schichten des Stratum spinosum eine positive Antikörperreaktion. In den 
rekonstruierten Hautäquivalenten mit den HaCaT-Zellen zeigte sich die Ki-67-
Expression v.a. in der basalen Schicht und der unteren suprabasalen Schicht (Abb. 9F, 
inset). Fokal waren nach 10 Tagen jedoch einige Ki-67 positive Zellen in den obersten 
Schichten des Stratum suprabasale (Abb. 9F, Pfeile) nachzuweisen, ebenfalls als 
Zeichen einer nicht vollständig ausdifferenzierten Epidermis. 
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Abbildung 9: Immunhistochemische Analyse der HaCaT-Zellen auf den DEs nach 10 Tagen. Pan-
Zytokeratin-positive und Vimentin-positive Stromazellen (Pfeile) zeigten eine scharfe Trennung der 
Zellkompartimente Stroma und Epidermis (A, B). Nahezu alle HaCaT-Zellen wiesen eine positive 
Antikörperreaktion mit Markern der basalen Schichten, wie CK 5/6 und p63 auf (C, D). Der 
differenzierungsspezifische Marker CK10/13 markierte jedoch den Übergang der basalen zur 
suprabasalen Schicht als Zeichen einer beginnenden Differenzierung (E). Der Proliferationsmarker 
Ki-67 stellte, wie in der Epidermis, positive Zellen in der basalen Schicht, fokal jedoch auch in den 
obersten Schichten des Stratum suprabasale dar (F, Inset und Pfeile). Skalen: 100µm (A, B, E, F), 
50µm (C, D). 
 
Zusammenfassend konnte eine Differenzierbarkeit der HaCaT-Zelllinie auf den 
dermalen Äquivalenten während der Kultivierung unter den organotypischen 
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Bedingungen der Haut nachgewiesen werden. Diese rekonstruierten Hautäquivalente 
dienen zudem als Positivkontrolle für eine mögliche Differenzierung der 
mesenchymalen Stammzellen in epidermale Zellen, da sie eine frühe Epidermis 
darstellen. 
 
3.1.2 Wachstum und Morphologie primärer Keratinozyten auf den 
dermalen Äquivalenten 
Die isolierten Keratinozyten hafteten innerhalb der ersten Stunde entweder einzeln oder 
in Zellgruppen am Boden der kollagenbeschichteten Kulturflasche. Die Zellen wiesen 
eine polygonale bis runde Morphologie auf. Innerhalb der ersten 24–48 Stunden waren 
lichtmikroskopisch gestreckte, spindelförmige Zellen zu erkennen (Abb. 10A, Pfeile). Ab 
diesem Zeitpunkt begannen die Zellen zu proliferieren und bildeten Kolonien, die in der 
Regel zu einem nicht stratifizierenden Monolayer konfluierten (Abb. 10A). Jedoch 
zeigten sich bei höheren Kalzium-Konzentrationen des Mediums, bei höherem Alter des 
Spenders und bei einer höheren Latenz von dem Zeitpunkt der Operation bis zur 
Isolation der Zellen, Hornbildungen und Differenzierungen der Keratinozyten in der 
Kultur. Die Zellkluster wiesen in diesen Fällen eine fokale Mehrschichtigkeit auf und 
wirkten kernlos als Zeichen der Bildung von Keratohyalingranula (Abb. 10B, Pfeil). 
Für die Herstellung der Hautäquivalente wurden die primären Keratinozyten auf die 
maximal kontrahierten dermalen Äquivalente transplantiert und waren ca. eine Stunde 
nach der Transplantation als dünne, gelbliche Schicht an der Transplantationsfläche zu 
erkennen. Nach 24 Stunden wurde die Kultivierung der Zellen bei Luftkontakt 
fortgeführt. Nach einer Woche zeigten sich an der Oberfläche der dermalen Äquivalente 
einzeln liegende Zellkluster, die jedoch nicht zu einer durchgehenden Zellschicht 
konfluierten (Abb. 10C, Pfeil). Dies änderte sich auch nach einer Kultivierung von 10-21 
Tagen nicht. Die primären Keratinozyten zeigten auf den dermalen Äquivalenten nach 
14 Tagen ein heterogenes Verteilungsmuster, das sich zwar durch eine 
Mehrschichtigkeit der Zellen auswies, jedoch keine Anzeichen für eine Stratifizierung 
bot (Abb. 10D). Obwohl die dermalen Äquivalente die gleiche Struktur und Festigkeit 
wie bei den Hautäquivalenten mit HaCaT-Zellen aufwiesen, tropften die stark 
aneinanderhaftenden Zellklumpen in die dermalen Äquivalente ab und zeigten abnorme 
Differenzierungen, teilweise sogar mit Bildung von Keratohyalingranula, in dem 
Kollagengel (Abb. 10E).  
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Abbildung 10: (A-B) Subkonfluente Kulturen der primären Keratinozyten. Im Gegensatz zu dem 
typischen Bild primärer Keratinozyten in Kultur (A), zeigte sich unter bestimmten Bedingungen, z.B. 
bei älteren Spendern, ein mehrschichtiges Wachstum der Keratinozyten mit fokaler Bildung von 
Keratohyalingranula schon während der Kultivierung (B, Pfeil). (C) Makroskopische Betrachtung der 
primären Keratinozyten auf den dermalen Äquivalenten unter organotypischen Bedingungen, die 
auch nach 14 Tagen keine homogene Schicht ausbildeten, sondern sich in dichten Zellklustern 
ansammelten (Pfeil). (D-E) Histologisch zeigten die primären Keratinozyten nach 14 Tagen auf den 
DEs keine Stratifizierung, sondern nicht konfluierende Zellkluster. Gelegentlich traten aberrante 
Keratinisierungen auf (E, Pfeile). Skalen: 200µm (A-B), 1cm (C), 500µm (D), 50 µm (E). 
 
Insgesamt wiesen die Keratinozyten verschiedener Spender starke morphologische 
Unterschiede auf. Die besten Resultate waren zu erzielen bei jüngeren Spendern und 
einer kurzen Kultivierung der Zellen vor der Aussaat auf die dermalen Äquivalente. 
Jedoch war auch in diesen Fällen kein mehrschichtiges Wachstum der Zellen mit 
Anzeichen einer regulären Stratifizierung zu erkennen.  
 
3.1.2.1 Immunhistochemische Analysen 
Immunhistochemisch zeigte sich, dass es sich bei den isolierten Keratinozyten nie um 
reine Keratinozytenkulturen handelte. So wiesen einige Zellen eine positive 
Antikörperreaktion für S100 als Marker von Melanozyten oder Langerhans-Zellen (Abb. 
11B, Pfeile) auf. Der Großteil der Zellen wies jedoch eine kräftige positive Pan-
Zytokeratinreaktion auf und identifizierte die Zellen so als Keratinozyten (Abb. 11A).  
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Abbildung 11: Immunhistochemische Analyse der primären Keratinozyten auf den DEs nach 14 
Tagen. Es zeigte sich, dass es sich bei den isolierten Zellen nie um eine reine Keratinozytenkultur 
handelte. Obwohl nahezu alle Zellen durch Expression von Pan-Zytokeratin als Keratinozyten 
identifiziert wurden (A), markierte eine positive Antikörperreaktion mit S100 einige Zellen als 
Melanozyten der Epidermis (B); Skala: 50 µm (A-B).  
 
3.2 Charakterisierung humaner mesenchymaler Stammzellen 
3.2.1 Differenzierung humaner mesenchymaler Stammzellen in Adipozyten 
und Osteoblasten auf Glas 
Zum Nachweis ihrer Multipotenz wurden die eingesetzten mesenchymalen 
Stammzellen bei jedem Versuch zu Osteoblasten und Adipozyten nach standardisierten 
Protokollen differenziert.  
 
Abbildung 12: Nach 21 Tagen Induktion der hMSC zu Osteoblasten (B) und Adipozyten (F) ließen 
sich Kalziumablagerungen der Osteoblasten mit Alizarin Rot (D) und Lipidvakuolen der Adipozyten 
mit Oil Red O (H) darstellen. Die Kontrollzellen (A, E) wurden in Stammzellmedium kultiviert und 
ebenfalls mit Alizarin-Rot (C) und Oil Red O (G) gefärbt, es ließen sich jedoch weder 
Kalziumablagerungen noch Lipidvakuolen nachweisen. Skala: 200 µm (A-H). 
 
A 
Pan-CK 
B 
S100 
A E 
 
B F 
C D G H 
Kontrolle Osteoblasten Kontrolle Adipozyten 
Ergebnisse 
 58 
Nach 21 Tagen ließen sich die Kalziumablagerungen der Osteoblasten in der 
Extrazellulärmatrix mit Alizarinrot (Abb. 12D) und die Lipidvakuolen der entstandenen 
Adipozyten mit Oil Red O (Abb. 12H) nachweisen.  
Die in den Versuchen eingesetzten mesenchymalen Stammzellen waren also 
multipotent.  
 
3.2.2 Differenzierung humaner mesenchymaler Stammzellen in Adipozyten 
und Osteoblasten im Kollagengel 
Zum Nachweis ihrer Multipotenz auch in Kontakt zu einer kollagenen Matrix aus 
Kollagen I und III wurden die mesenchymalen Stammzellen anstelle von Fibroblasten in 
die Kollagengele gebettet und über einen Zeitraum von 42 Tagen zu Osteoblasten und 
Adipozyten differenziert.  
Makroskopisch zeigte sich bei der Osteoblasteninduktion im Vergleich zu der 
Negativkontrolle unstimulierter mesenchymaler Stammzellen in dem Kollagengel eine 
starke Kontraktion und Verhärtung der kollagenen Matrix (vgl. Abb. 13A und B). Bei der 
Adipozytendifferenzierung und bei der Kontrolle hingegen wiesen die Kollagengele eine 
weiche Konsistenz auf und die Kontraktion war gering bis fehlend (Abb. 13A und C). 
Histologisch erschienen die unstimulierten MSC in den Kollagenen langgestreckt, 
spindelförmig und z.T. waren die zytoplasmatischen Fortsätze der Zellen nur 
schattenhaft zu erkennen (Abb. 13E). Das Kollagengel war stets homogen leicht 
eosinophil gefärbt und Kalkablagerungen waren nicht vorhanden. Bei den Zellen traten 
weder ungewöhnliche Vakuolisierungen noch Einschlüsse auf (Abb. 13D-E).   
Bei der Osteoblasteninduktion stellte sich histologisch nach HE-Färbung eine stark 
verdichtete basophile, körnige Matrix zwischen den Zellen dar, die zu dem Zeitpunkt 19 
Tage nur in einigen Bereichen des Kollagengels erschien (Abb. 13G) und sich nach 
längerer Kultivierung nahezu im gesamten Kollagengel ausbreitete (Abb. 13G-I). Die 
Zellen wurden im Verlauf der Kultivierung eosinophiler, sezernierten das von ihnen 
gebildete Material in die Umgebung ab und mauerten sich in die entstehende Matrix ein. 
Dieses amorphe Material erschien schollig mit einer lamellären, konzentrischen Struktur 
und befand sich z.T. in direktem Kontakt zur Zellmembran (Abb. 13I, Asterisken). Die 
positiv ausfallende Kossa-Färbung der Kollagene mit den osteogen induzierten hMSC 
bestätigte das Vorhandensein von Kalziumablagerungen (Abb. 13I, Inset).  
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Abbildung 13: Makroskopischer (A-C) und histologischer (D-I) Vergleich der Kollagene mit 
unstimulierten hMSC (A, D, E) mit Kollagenen nach osteogener (B, G, H, I) und adipogener Induktion 
(C, J, K) der hMSC. Makroskopisch wiesen die Kollagengele nach osteogener Induktion der hMSC 
eine starke Kontraktion im Vergleich zu den unstimulierten und adipogen induzierten auf (vgl. A-C). 
Histologisch besaßen die unstimulierten hMSC die typische Stammzellmorphologie und das Kollagen 
erschien leicht eosinophil (D-E). Nach osteogener Induktion der hMSC zeigte sich eine progressive 
Verkalkung und Ossifikation des Kollagengels (G-I) mit Bildung von konzentrischen, Kossa-positiven 
Strukturen (I, Inset und Asterisken). Die hMSC behielten ihren retikulären Charakter und standen 
über die zytoplasmatischen Fortsätze miteinander in Verbindung (I, Pfeile). Bei der adipogenen 
Induktion zeigten sich kompakte Zellen mit konstanter, jedoch nicht progressiver Bildung zentraler 
Lipidvakuolen (J, K).  HE-Färbungen der Kollagene (D-K) und Kossa-Färbung des Insets (I). Skalen: 
0,5cm (A-C), 100µm (D, G, H, K), 25µm (E, I, J).  
 
D 
E 
19 d 
28 d 
42 d 
Kontrolle 
A B C 
G 
H 
I 
J 
K 
Osteoblasten Adipozyten 
19 d 19 d 
28 d 28 d 
 
* 
* 
* 
Ergebnisse 
 60 
Die Zellen erschienen in der Kossa-Färbung eosinophil und lagen in direktem Kontakt 
zu den konzentrischen Strukturen (Abb. 13I, Pfeil im Inset). Der Grad der Verkalkung 
und Ossifikation des Kollagengels nahm im Verlauf der Kultivierung stetig zu (Abb. 13G-
I). Die in dieser Knochensubstanz liegenden Zellen behielten ihren retikulären 
Charakter und standen z.T. durch ihre feinen, zytoplasmatischen Fortsätze 
untereinander in Verbindung (Abb. 13I, Pfeile). 
Die histologische Analyse der Adipozytendifferenzierung in Kollagen zeigte 
mesenchymale Stammzellen mit einer fülligen, kompakten Zellmorphologie sowie 
einem strukturiertem Zytoplasma, das feine Einschlüsse aufwies (Abb. 13J). Die 
kompakten, polygonalen Kerne der Zellen waren großenteils durch die zentral liegende 
Vakuole an die Plasmamembran gedrängt und die Zellen wiesen die typische 
Siegelringform der Adipozyten auf (Abb. 13J). Durch die Behandlung der Zellen mit 
Alkohol und Xylol während der histologischen Routine war der zentral gelegene 
Fetttropfen herausgelöst und es waren nur große, leere Räume erkennbar. Die 
entstanden Adipozyten waren sowohl einzeln auch in Gruppen liegend nachweisbar 
(Abb. 13K). Die Dichte der in Adipozyten differenzierten mesenchymalen Stammzellen 
nahm während der Kultivierung über einen Zeitraum von 42 Tagen nicht auffällig zu, 
blieb aber stabil.  
Die mesenchymalen Stammzellen behielten also ihre multipotenten Eigenschaften in 
Kontakt mit einer kollagenen Matrix und differenzierten in Adipozyten und Osteoblasten. 
 
3.2.3 Differenzierung humaner mesenchymaler Stammzellen in Adipozyten 
und Osteoblasten auf Kollagengelen mit Luftkontakt 
Vor dem Versuch der epidermalen Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen in 
dem dreidimensionalen Kultursystem sollte geprüft werden, ob die Zellen ihre 
Multipotenz unter dem Einfluss der Luft an der einen Seite und der kollagenen Matrix 
mit und ohne dermale Fibroblasten an der anderen Seite behalten.   
Nach einer Kultivierungsdauer von 21 Tagen wurde die Differenzierung zu Osteoblasten 
mittels Alizarin-Rot-Färbung und die zu Adipozyten mittels Oil Red O-Färbung 
nachgewiesen. Bei den zugehörigen Negativkontrollen handelte es sich um 
mesenchymale Stammzellen, die ebenfalls auf Kollagengelen und mit Luftkontakt 
kultiviert, jedoch mit Stammzellmedium versorgt wurden. Die Negativkontrolle der 
Osteoblastendifferenzierung wurde ebenfalls mit Alizarin rot gefärbt, die der 
Adipozytendifferenzierung mit Oil Red O.  
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Abbildung 14: Humane MSC auf Kollagenen mit (A-H) und ohne (I-J) Fibroblasten nach 21 Tagen in 
Kultur. Im Gegensatz zu den ebenfalls Alizarin-Rot-gefärbten Negativkontrollen (A) zeigten sich 
makroskopisch bei den osteogen induzierten hMSC (B) dunkle, Alizarin-positive Ablagerungen, die 
auch histologisch (D) bestätigt wurden und polarisationsmikroskopisch doppelbrechend waren (D, 
Inset). Da bei der Negativkontrolle keine Alizarin-positiven Ablagerungen erschienen, musste 
zusätzlich HE gefärbt werden (C). Im Gegensatz zu den Kontrollen (E, G) zeichneten sich die 
adipogen induzierten hMSC auf den DEs schon makroskopisch durch Oil Red O gefärbte 
Lipidvakuolen aus (F), die auch histologisch sichtbar wurden (H). Auch bei den Kollagenen ohne 
Fibroblasten differenzierten die hMSC in Osteoblasten (I) und Adipozyten (J, Asterisken). Die in 
Adipozyten differenzierten hMSC blieben auf der Kollagenoberfläche liegen, die osteogen 
differenzierten migrierten in das Kollagengel und produzierten Osteoid (I, Inset), sowie kollagene 
Grundsubstanz (I, Pfeile) Skalen: 500µm (A, B, E, 50µm (C, D, G, H, J), 100µm (I) 
 
Makroskopisch zeigten sich bei der Osteoblastendifferenzierung hellrote Kollagene. An 
der Oberfläche der Kollagengele sowohl mit als auch ohne Fibroblasten traten Alizarin-
positive, dunkelrote bis schwarze, kugelförmige Ablagerungen auf, die an einigen 
Stellen konfluierten.  So entstanden teilweise Konglomerate mit Durchmessern von 
nahezu drei Millimetern (Abb. 14B). An diesen Stellen war das Kollagengel stark 
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I J 
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Kollagene mit Fibroblasten 
Kollagene ohne Fibroblasten 
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verhärtet. Bei den zugehörigen Negativkontrollen waren nur Zellen an der Oberfläche 
erkennbar, jedoch ohne dunkelrote, Alizarin-positive Ablagerungen. Das Kollagengel 
färbte sich geringfügig rot an (Abb. 14A). Bei der histologischen Analyse der 
Osteoblastendifferenzierung mittels Alizarin-Rot-Färbung erschienen das Kollagen 
hellrosa, die Zellen rot und die schon makroskopisch erkennbaren Alizarin-positiven 
Ablagerungen dunkelrot. Diese positive Alizarin-Rot-Färbung bestätigte das 
Vorhandensein von Kalziumablagerungen (Abb. 14D).  
An der Oberfläche der Kollagene ließen sich nur vereinzelt undifferenzierte, 
mesenchymale Stammzellen erkennen, die restlichen Zellen waren in das Kollagengel 
migriert und lagen in engem Kontakt zu den dunkelroten Kalzium-Ablagerungen, die 
sich ebenfalls im Kollagengel befanden. Die Fibroblasten waren als hellrote 
spindelförmige Zellen in dem Kollagengerüst zu erkennen. Die mesenchymalen 
Stammzellen lagen aneinandergereiht und gaben zu einer Seite dunkelrot erkennbare 
Kalziumablagerungen als Zeichen der Bildung von Knochengrundsubstanz (Osteoid) in 
die kollagene Matrix ab. Die mesenchymalen Stammzellen differenzierten sogar unter 
der Kultivierung mit Luftkontakt und den Wechselwirkungen mit den dermalen 
Fibroblasten in Osteoblasten. Diese Osteoblasten erschienen als kubische Zellen mit 
feinen zytoplasmatischen Fortsätzen, mit denen die einzelnen Zellen in Verbindung 
standen. Das von den Zellen produzierte Osteoid imponierte dunkelrot mit z.T. zentraler 
Aufhellung. Polarisationsmikroskopisch zeigten sich doppelbrechende, lamelläre, 
konzentrische Strukturen (Abb. 14D, Inset). Dieses Phänomen tritt bei der Verkalkung 
des Osteoids während der Ossifikation auf. Bei den Kollagenen ohne Fibroblasten 
wurde besonders deutlich, dass die zu Osteoblasten differenzierten mesenchymalen 
Stammzellen kollagene Grundsubstanz produzieren (Abb. 14I, Pfeile). Diese 
neugebildeten Kollagenfibrillen erschienen deutlich heller und weniger kompakt als das 
Kollagen des Kollagengels.  
Die nicht-induzierten hMSC (Negativkontrolle) an der Oberfläche der Kollagengele 
wiesen eine langgestreckte spindelförmige Morphologie auf und migrierten kaum in das 
Kollagengel. Da keine positiv ausgefallene Alizarin-Rot-Färbung vorlag, mussten die 
Paraffinschnitte zusätzlich HE gefärbt werden, um die Zellen sichtbar zu machen (Abb. 
14C). 
Bei der Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen in Adipozyten zeigte sich 
schon makroskopisch eine deutlich positiv ausgefallene Oil Red O-Färbung. Dies 
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bestätigte, dass es sich bei den Einschlüssen um Lipidvakuolen handelte (Abb. 14F). 
Die Negativkontrollen färbten sich nicht mit Oil Red O an (Abb. 14E). 
Histologisch lagen sowohl bei den fibroblastenhaltigen als auch –freien Kollagenen die 
adipogen induzierten hMSC an der Oberfläche des Kollagengels und migrierten im 
Gegensatz zu den osteogen differenzierten hMSC nicht in das Kollagengel (Abb. 14H, 
J). Die polyedrischen Zellen wiesen ein auf einen Randsaum zusammengedrängtes 
Zytoplasma auf und zentral eine durch die histologische Aufarbeitung herausgelöste 
Lipidvakuole (Abb. 14H und J, Asterisken). In dem komprimierten Zytoplasma war der 
kompakte Kern erkennbar, der z.T. zytoplasmatische Invaginationen mit 
Lipideinschlüssen aufwies. Dies gab den adipogen induzierten hMSC die typische 
„Siegelringform“ der Adipozyten (Abb. 14H, J).  
Im Vergleich dazu zeigten die nicht-induzierten Kontrollzellen eine langgestreckte 
Morphologie mit einem ovalen Zellkern (Abb. 14G).  
Die mesenchymalen Stammzellen behielten also sogar während der Kultivierung mit 
Luftkontakt und in Interaktion mit dermalen Fibroblasten und einer kollagenen Matrix 
ihre multipotenten Eigenschaften und differenzieren in Adipozyten und Osteoblasten.  
 
3.3 Ansätze zur epidermalen, stromazell-abhängigen Differenzierung humaner   
mesenchymaler Stammzellen in einem dreidimensionalen, organotypischen 
Kultursystem 
Die Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen in epidermale Zellen erfolgte in 
einem dreidimensionalen, organotypischen Kultursystem unter dem Einfluss von 
dermalen Fibroblasten (Stromazellen), keratinozytenspezifischem Medium, einer 
kollagenen Matrix und direktem Luftkontakt. 
 
3.3.1 Einfluss von Keratinozyten-Medium auf Vitalität und Proliferation der 
mesenchymalen Stammzellen 
Vor Beginn der Versuche zur epidermalen Differenzierung der mesenchymalen 
Stammzellen musste sichergestellt werden, dass die mesenchymalen Stammzellen in 
dem Medium, das optimiert wurde für das organotypische Wachstum der Keratinozyten, 
überleben und proliferieren. Dazu wurden die mesenchymalen Stammzellen in 
Keratinozytenmedium auf Glasronden kultiviert und zusätzlich als Positivkontrolle in 
Stammzell-Medium. Anschließend wurden die Vitalität, Gesamtzellzahl (pro mm2) und 
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Morphologie der Zellen nach 24 Stunden und 7 Tagen in dreifachen Ansätzen (n=3) 
ausgewertet.  
 
3.3.1.1 Analyse des Zellbildes und der Zelldichte der mesenchymalen 
Stammzellen in Keratinozytenmedium 
Unter dem Einfluss von Stammzell-Medium (Positivkontrolle) zeigte sich in der 
Vitalfärbung, dass der Anteil vitaler Zellen an der Gesamtzellzahl zu beiden Zeitpunkten 
nahezu 100 %  betrug (Abb. 15A, E). In der Hämalaunfärbung zeigten die Zellen die 
charakteristische Morphologie mesenchymaler Stammzellen mit deutlichen 
zytoplasmatischen Fortsätzen, die vollständig adhärent auf der Wachstumsunterlage 
waren (Abb. 15C, G). Es zeigten sich eine scharfe Abgrenzung des Zellkerns zum 
Zytoplasma, eine unauffällige Kern-Plasma-Relation und weder ungewöhnliche 
Vakuolisierungen noch Einschlüsse (s. Abb. 15E, G).  
Nach Kultivierung der mesenchymalen Stammzellen in Keratinozytenmedium betrug 
der Anteil vitaler Zellen an der Gesamtzellzahl ebenfalls nahezu 100 % zu beiden 
Zeitpunkten (Abb. 15B, F). Im Vergleich zur Kontrollkultur war die Zahl vitaler Zellen zu 
beiden Zeitpunkten weder signifikant erhöht noch erniedrigt (T-Test bei ungepaarten 
Stichproben, p>0,05), (Abb. 15, Grafik). Auch im Vergleich der Anzahl der toten Zellen 
gab es keinen signifikanten Unterschied zur Kontrollkultur. Um als zellverträglich 
eingestuft zu werden, sollte das Medium im direkten Kontakt mit den Zellen maximal 5 
% tote Zellen hervorrufen. In den vorliegenden Versuchen konnte die tolerierte Anzahl 
toter Zellen an der Gesamtzellzahl also deutlich unterschritten werden, wodurch das 
Keratinozytenmedium als geeignet für die mesenchymalen Stammzellen eingestuft 
werden konnte. Die Veränderung der Zellzahl in dem Kultivierungszeitraum 24 Stunden 
bis 7 Tage war bei beiden Kulturmedien hochsignifikant und bestätigte die Proliferation 
der mesenchymalen Stammzellen in beiden Kulturmedien (Abb. 15, Grafik, Asterisken). 
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Abbildung 15: Vitale hMSC nach Kultivierung in Keratinozytenmedium (B, D) im Vergleich zur 
Kultivierung in Stammzellmedium nach 24 Stunden (A, C) und 7 Tagen (F, H bzw. E, G). Die Zahl der 
vitalen Zellen nach einer Kultivierung in Keratinozytenmedium, nach 24 Stunden und 7 Tagen, zeigte 
im Vergleich zur Kontrollkultur keine signifikanten Veränderungen (Mittelwerte ± 
Standardabweichung; T-Test für ungepaarte Stichproben, p>0,05). Auch in der Hämalaunfärbung (C, 
D, G, H) zeigten sich keine morphologischen Unterschiede der hMSC nach Kultivierung in den beiden 
Kulturmedien. Die Zellzahl von Kontrolle und Kultivierung in Stammzellmedium veränderte sich von 
dem Zeitpunkt 24h bis 7 Tage hochsignifikant als Zeichen der Proliferation der Zellen (** = p<0,001; 
T-Test für abhängige Stichproben versus 24h). Skala: 100µm (A-H).  
 
Dies bestätigte sich auch in der morphologischen Analyse der Zellen durch die 
Hämalaunfärbung. Zu beiden Zeitpunkten war die Kern-Plasma-Relation unauffällig und 
die Zellkerne ließen sich gut vom Zytoplasma abgrenzen. Die Zellen waren gut auf der 
Wachstumsoberfläche ausgebreitet und wiesen viele zytoplasmatische Ausläufer auf 
(Abb. 15D, H). 
24 Stunden 7 Tage 
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Ergebnisse 
 66 
Das Keratinozytenmedium wurde daher in den Versuchen zur epidermalen 
Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen in dem organotypischen 
Kultursystem eingesetzt. 
 
3.3.2 Kultivierung der mesenchymalen Stammzellen auf dermalen 
Äquivalenten unter stammzellspezifischen Bedingungen und unter 
dem Einfluss des Luftkontakts 
Um den Einfluss der einzelnen Differenzierungsstimuli beurteilen zu können, wurden die 
Parameter dermale Fibroblasten und Luftkontakt zunächst unter den 
stammzellspezifischen Bedingungen, d.h. unter Kultivierung in Stammzellmedium, 
untersucht. Dazu wurden die mesenchymalen Stammzellen mit und ohne Luftkontakt 
auf azellulären und fibroblastenhaltigen Kollagengelen kultiviert. Bei Kultivierung ohne 
Luftkontakt zeigten die hMSC sowohl auf den fibroblastenhaltigen als auch zellfreien 
Kollagenen ein maximal drei-, meist jedoch einschichtiges Wachstum (Abb. 16A-B). Sie 
bildeten an der Oberfläche der dermalen Äquivalente keine einheitliche Zellschicht aus, 
sondern lagen großenteils vereinzelt vor und konfluierten auch nach einem 
Kultivierungszeitraum von 28 Tagen nicht. Die Zellen hatten eine spindelförmige 
Morphologie mit feinen zytoplasmatischen Ausläufern und ovalen Zellkernen. Bei den 
DEs ohne Fibroblasten fanden sich vereinzelte Zellen in dem Kollagengel, wiesen 
jedoch das gleiche horizontale Wachstumsmuster und die gleiche Morphologie wie die 
Zellen an der Oberfläche auf. Es kam nicht zu einer vertikalen Migration der Zellen in 
das Kollagengel (Abb. 16B, Pfeile).  
Die unter Luftkontakt kultivierten Zellen wuchsen hingegen mehrschichtig und dicht auf 
dem DE (Abb. 16C). Ein Teil der Zellen wies die typische, spindelförmige Morphologie 
der hMSC auf, die restlichen Zellen waren rund bis polygonal. Bei den dermalen 
Äquivalenten ohne Fibroblasten migrierten spindelförmige hMSC mit langen, feinen 
zytoplasmatischen Ausläufern vertikal in das Kollagengel und integrierten sich in die 
kollagene Matrix (Abb. 16D, Pfeile).  
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Abbildung 16: Humane MSC auf fibroblastenhaltigen (A, C) und –freien Kollagenen nach einer 
Kultivierungsdauer von 28 Tagen in Stammzellmedium ohne (A-B) und mit (C-D) Luftkontakt. Ohne 
Luftkontakt wiesen die hMSC eine spindelförmige Morphologie und ein horizontales, einschichtiges 
Wachstum auf den dermalen Äquivalenten mit (A) und ohne Fibroblasten (B) auf. Nach Kultivierung 
mit Luftkontakt zeigten die hMSC hingegen eine deutliche Mehrschichtigkeit auf den 
fibroblastenhaltigen Kollagenen (C), sowie vertikale Migration und Integration in das Kollagengel 
ohne Fibroblasten (D). A-D HE-Färbung. Skala: 50µm (A-D). 
 
Der Luftkontakt führte also zu einem mehrschichtigen Wachstum, zu einer Variabilität 
der Morphologie der hMSC und zu einer aktiven Migration der hMSC in das 
Kollagengel. 
Immunhistochemisch zeigte sich jedoch unabhängig von dem Stimulus des Luftkontakts 
eine positive Antikörperreaktion für Vimentin als Marker der mesenchymalen Zellen 
(Abb. 17A) und eine negative für Pan-Zytokeratin (Abb. 17B). Eine Antikörperreaktion 
mit S100 blieb ebenfalls aus (Abb. 17C). Partiell wurde eine schwache 
Antikörperreaktion mit SMA sichtbar (Abb. 17D, Pfeile). Die immunhistochemischen 
Ergebnisse werden hier nur exemplarisch am Beispiel der mit Luftkontakt kultivierten 
hMSC auf den DEs gezeigt, da es keine Unterschiede zwischen der Kultivierung mit 
und ohne Luftkontakt gab. 
Ohne Luftkontakt Mit Luftkontakt 
A 
B 
C 
D 
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Abbildung 17: Immunhistochemische Analyse der hMSC nach Kultivierung auf DEs in 
Stammzellmedium und mit Luftkontakt nach 28 Tagen (A-D). Es zeigte sich, dass die hMSC Vimentin 
als Zeichen ihres mesenchymalen Ursprungs exprimieren (A), jedoch nicht in epidermale Zellen (B) 
differenziert sind. Eine S100-Antikörperreaktion war negativ, was ebenfalls gegen eine 
Differenzierung in Zellen ektodermaler Herkunft spricht (C). Nur einige hMSC in Kontakt zur 
kollagenen Matrix zeigten eine geringe Expression von SMA (D, Pfeile). Skala: 50µm (A-D). 
 
Die Zellen behielten also ihren mesenchymalen Phänotyp. Durch den zusätzlichen 
Stimulus des Luftkontakts differenzierten die hMSC nicht in epidermale Zellen.  
 
3.3.2.1 Quantifizierung von Zelldichte und Migrationsverhalten der humanen 
mesenchymalen Stammzellen auf zellfreien Kollagenen unter dem 
Einfluss von Luftkontakt unter stammzellypischen Bedingungen 
Um den Einfluss des Luftkontakts auf die Zelldichte der hMSC sowie ihr 
Migrationsverhalten zu objektivieren, wurden die histologischen HE-Schnitte der hMSC 
auf zellfreien Kollagenen nach 28 Tagen sowohl mit als auch ohne Luftkontakt 
quantitativ ausgewertet (Abb. 18).  
A B 
C D 
Vimentin Pan-Zytokeratin 
S100 SMA 
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Es zeigte sich, dass die Zelldichte der hMSC auf den zellfreien Kollagenen unter 
luftexponierten Bedingungen mit 457±92 Zellen/mm2 signifikant höher war als bei den 
mit Medium bedeckten hMSC mit118±39 Zellen/mm2 (p<0,001). 
 
Abbildung 18: Quantitative Analyse von Migration (A) und Zelldichte (B) der hMSC auf zellfreien 
Kollagenen nach 28 Tagen nach Kultivierung mit und ohne Luftkontakt. Luftexponiert durchwanderten 
die hMSC 74±14% der Kollagendicke, während ohne Luftkontakt nur eine Migration in die oberen 
12±12% des Kollagengels stattfand (*p<0,001). Zudem zeigte sich, dass die Zelldichte der hMSC auf 
den zellfreien Kollagenen unter Kultivierung mit Luftkontakt (457±92 Zellen/mm2) signifikant höher war 
als bei den mit Medium bedeckten hMSC (118±39 Zellen/mm2), (*p<0,001). Alle Werte sind angeben als 
Mittelwerte±Standardabweichung.  
 
Zudem transmigrierten die luftexponierten hMSC 74±14% der Kollagendicke, während 
sich die mit Medium bedeckten hMSC nur in den oberen 12±12% des Kollagengels 
befanden. Auch in dem Vergleich der Migration der beiden Kultivierungsbedingungen 
zeigte sich somit ein signifikanter Unterschied (p<0,001). 
 
3.3.3 Differenzierungsansätze 
Nachdem der Einfluss der einzelnen für das organotypische Wachstum der 
Keratinozyten wichtigen Stimuli auf die mesenchymalen Stammzellen untersucht 
worden war (Medium, Luftkontakt, Fibroblasten), wurden diese kombiniert, um eine 
epidermale Differenzierung zu fördern. Die Kulturbedingungen wurden zusätzlich 
modifiziert in zwei weiteren Differenzierungsansätzen durch 24-stündige Vorbehandlung 
mit 5-Azacytidin und Zugabe von All-trans-Retinsäure zum Medium, deren Wirkungen 
auf Genebene erfolgen.  
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3.3.3.1 Morphologie und dreidimensionales Wachstum der humanen 
mesenchymalen Stammzellen auf den dermalen Äquivalenten unter 
den organotypischen Bedingungen für Keratinozyten 
Die mesenchymalen Stammzellen zeigten bei allen drei Differenzierungsansätzen ein 
mehrschichtiges Wachstum auf den dermalen Äquivalenten. Die dermalen Äquivalente 
erschienen kompakt und es kam nicht zu einer Degradation der Kollagene durch die 
mesenchymalen Stammzellen, auch nicht nach längeren Kultivierungsdauern (max. 42 
Tage). Die Fibroblasten waren in den Kollagengelen gleichmäßig verteilt und behielten 
bei allen drei Differenzierungsansätzen die typische länglich-ovale 
Fibroblastenmorphologie. Ein mehrschichtiges Wachstum war bei den hMSC auf den 
dermalen Äquivalenten ab einer Kultivierungsdauer von 14 Tagen mit Luftkontakt zu 
erreichen.  
Die hMSC zeigten nach einer Kultivierung auf den dermalen Äquivalenten unter den 
organotypischen Bedingungen ohne weitere Modifikationen eine deutliche 
Mehrschichtigkeit (5-10 Schichten) und eine angedeutete Stratifizierung (Abb.19A-C). 
Die Zellen in der basalen Schicht erschienen polygonal mit großen, runden Zellkernen 
und lagen dicht und regelmäßig aneinandergefügt. Eine basale Begrenzung des 
Wachstums der hMSC war jedoch nicht auszumachen, da einige der Zellen der basalen 
Schicht vertikal in das Kollagengel migrierten und sich in die kollagene Matrix 
integrierten. In den suprabasalen Schichten flachten die hMSC zunehmend ab und 
wuchsen parallel zur Oberfläche des DEs. Die hMSC lagen auch hier dicht 
aneinandergedrängt und waren spindelförmig mit ellipsoidalen Zellkernen. In der 
oberflächlichsten Schicht fanden z.T. Degenerationsvorgänge statt, da kernlose 
Zellfragmente sichtbar wurden (Abb. 19B, Inset). Die hMSC kontrahierten das 
Kollagengel gelegentlich so stark, dass an der Transplantationsstelle der hMSC eine 
Mulde entstand, in der die Zellen lagen (Abb. 19D, Blockpfeil). 
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Abbildung 19:  Humane MSC auf DEs in Interaktion mit dermalen Fb, Keratinozyten-Medium und 
Luftkontakt (A-E), sowie nach zusätzlicher Vorbehandlung mit 5-Aza (F-J) bzw. nach Zusatz von RS 
zum Medium (K-O) nach 28 Tagen. Humane MSC zeigten bei allen Ansätzen ein mehrschichtiges 
Wachstum. Ebenfalls traten ansatzweise Stratifizierungen der hMSC mit polygonalen Zellen in den 
basalen Regionen und einer Abflachung der Zellen in der superfiziellen Schicht auf (A-C; F-H; J; O). 
Nach Behandlung mit RS trat meist eine Hyperzellularität mit unorganisiertem, storiformen 
Wachstumsmuster auf (K-M). Bei den Modifikationen waren die Kollagene am stärksten kontrahiert 
(Blockpfeile F, K im Vgl. zu A). Die hMSC migrierten zudem in die kollagene Matrix (D, Inset; G, 
Asterisk; N). Skalen: 200µm (A,K); 100µm (D,L,F-J); 50µm (B,C,N,O), 10µm (E) 
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Zum Teil bildeten die hMSC Schichten mit bis zu 20 Zelllagen und erschienen als 
dichter Zellverbund. Die basale Schicht war in diesem Fall einheitlich begrenzt und 
dennoch gab es Zeichen für eine stattfindende Migration der Zellen in das Kollagengel, 
da der gesamte Zellverbund integriert war in die kollagene Matrix. Daher wurden 
zwischen den Zellen kollagene Ablagerungen deutlich (Abb. 19D, Inset). Die hMSC 
erschienen spindelförmig bis polyedrisch mit ovalen, basophilen Zellkernen und bildeten 
einen weitmaschigen (retikulären) Zellverband, der umgeben wurde von den 
extrazellulären Bestandteilen (Abb. 19E).  
Nach der Vorbehandlung der hMSC mit 5-Azacytidin zeigten die hMSC ebenfalls ein 
mehrschichtiges, organisiertes Wachstum an der Oberfläche des DEs. Das Kollagengel 
war stärker kontrahiert als bei dem unmodifizierten Ansatz (Abb. 19F, Blockpfeile). Die 
erste Zelllage in Kontakt mit dem dermalen Äquivalent (basale Schicht) zeigte schmale 
Zellen, jedoch mit deutlichen Zellkernen und geringem Zytoplasmaanteil, die meist 
parallel zur Oberfläche ausgerichtet waren. Es fand nur eine geringe Migration der 
Zellen in das Kollagengel statt und die Zellen lagen dicht aneinandergedrängt. Die 
darauf folgenden Zellschichten (suprabasal) waren einheitlich zur Hautoberfläche 
ausgerichtet und zeigten i.d.R. isoprismatische bis hochprismatische Zellen mit ovalen 
Zellkernen (Abb. 19G-H). Die Zellen in dieser Schicht waren umgeben von 
Extrazellulärmatrix, was auf eine Migration der hMSC in das Kollagengel und eine 
Umorganisation des Kollagens schließen ließ (Abb. 19G, Asterisk). Die hMSC in den 
obersten Schichten und in direktem Kontakt zur Luft erschienen auch hier abgeflacht 
und wuchsen parallel zur Oberfläche. Bei Schichtungen der hMSC mit weniger als vier 
Zelllagen und einer kürzeren Kultivierungsdauer (max. 21 Tage) waren die Zellen groß 
und rund mit hyperchromatischen Kernen und geringen zytoplasmatischen Anteil (Abb. 
19I-J).  
Die Zugabe von All trans-Retinsäure zu dem Kulturmedium führte auch zu einem 
mehrschichtigen Wachstum der hMSC (Abb. 19K-O). Die hMSC zeigten jedoch, außer 
nach kurzen Kultivierungsdauern, kein organisiertes Wachstum. Sie waren an der 
Oberfläche des DEs in storiformen, fischzugartigen und wirbeligen Wachstumsmustern 
angeordnet (Abb. 19L-M). Die einzelnen Zellen erschienen polymorph mit ovalen, 
hyperchromatischen Kernen und spärlichen Zytoplasma. Nur bei Kultivierungsdauern 
von 14-21 Tagen war eine geringfügige Schichtung und eine ansatzweise Integration 
und Migration der Zellen in das Kollagengel zu beobachten (Abb. 19N-O). Die hMSC 
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waren in diesen Bereichen umgeben von einer dichten kollagenen Matrix (Abb. 19N). 
An dem Wachstumspunkt der Zellen wurde das DE von den Zellen zusammengezogen 
und erschien makroskopisch und histologisch im Vergleich zu den beiden anderen 
Ansätzen am stärksten kontrahiert (Abb. 19K, Blockpfeile).  
Zusammenfassend überlebten die hMSC bei allen drei Ansätzen unter den 
organotypischen Bedingungen der Haut. Nach Vorbehandlung mit 5-Azacytidin und bei 
dem unmodifizierten Ansatz wuchsen die hMSC sogar mehrschichtig auf den dermalen 
Äquivalenten und zeigten eine ansatzweise Stratifizierung mit Ähnlichkeit zur 
Regeneration der Epidermis während der Wundheilung. Die Zugabe von All-trans-
Retinsäure führte zwar zu einem mehrschichtigen, jedoch unorganisierten und 
wirbeligen Wachstum der Zellen. Bei allen Ansätzen wurde eine Kontraktion der 
Kollagene an der Transplantationsstelle der Zellen deutlich. Die stärkste Kontraktion trat 
bei den beiden Modifikationen, v.a. nach Behandlung mit all trans-Retinsäure, auf. 
 
3.3.3.2 Quantifizierung der Kontraktion der kollagenen Matrices durch die 
luftexponierten humanen mesenchymalen Stammzellen an der 
Kollagenoberfläche 
Zur Objektvierung der in Abschnit 3.3.3.1 dargestellten Kontraktion wurden die Flächen 
der runden Kollagene mit den hMSC unter den verschiedenen 
Kultivierungsbedingungen sowie zum Vergleich die Flächen der zellfreien und 
ausschließlich fibroblastenhaltigen Kollagene quantifiziert und anschließend statistisch 
ausgewertet (Abb. 20).  
Es zeigte sich, dass die ausschließlich Fibroblasten enthaltenden Kollagene im 
Vergleich zu den azellulären Kollagenen eine signifikante Reduktion der Fläche von 
468,4±44 mm2 auf 353,4±27,7mm2 aufwiesen (p<0,001). Diese Kontraktion konnte 
signifikant durch die luftexponierte Kultivierung der hMSC auf den dermalen 
Äquivalenten in Keratinozytenmedium gesteigert werden, sodass sich die 
Kollagenfläche auf 283,8±21,1mm2 verringerte (p=0,002). Durch Behandlung der Zellen 
mit 5-Azacytidin oder all trans-Retinsäure wurde die stärkste Kontraktion der Kollagene 
auf eine Fläche von 211,74±22,5mm2 nach Behandlung mit 5-Azacytidin und auf 
216,9±23,8mm2 nach Kultivierung in Medium mit Zusatz von all trans-Retinsäure 
erreicht. Diese Kontraktion stellte eine signifikante Reduktion der Fläche auch im 
Vergleich zu den unbehandelten hMSC auf den dermalen Äquivalenten dar (p=0,001). 
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Abbildung 20: Quantifizierung der Kollagenkontraktion durch die hMSC auf den dermalen Äquivalenten. 
Die ausschließlich Fibroblasten enthaltenden Kollagene zeigten im Vergleich zu den azellulären 
Kollagenen eine signifikante Reduktion der Fläche von 468,4±44 mm2 auf 353,4±27,7mm2 (*p<0,001). 
Durch die luftexponierte Kultivierung der hMSC auf den dermalen Äquivalenten in Keratinozytenmedium 
wurde diese Fläche auf 283,8±21,1mm2 signifikant reduziert (**p=0,002). Zusätzlich konnte diese 
Kontraktion signifikant gesteigert werden durch Behandlung der Zellen mit 5-Azacytidin oder all trans-
Retinsäure und es kam zu einer weiteren Reduktion der Fläche auf 211,74±22,5mm2 (5-Aza) und 
216,9±23,8mm2 (all trans-Retinsäure) (***p=0,001). Alle Werte sind angegeben als 
Mittelwerte±Standardabweichung. 
 
3.3.3.3 Immunphänotypisierung der humanen mesenchymalen Stammzellen 
auf den dermalen Äquivalenten 
3.3.3.3.1 Immunphänotypisierung der humanen mesenchymalen Stammzellen 
zur Untersuchung der epidermalen Differenzierung 
Für den Nachweis der epidermalen Differenzierung wurde ein Antikörper gegen Pan-
Zytokeratin (Klon AE1/3) eingesetzt. Pan-Zytokeratin diente zur Beantwortung der 
Frage, ob es sich bei den mehrschichtig wachsenden hMSC um ein epitheliales 
Gewebe handelt.  
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Abbildung 21: Immunhistochemische Analyse der drei Ansätze zur epidermalen Differenzierung der 
hMSC nach einer Kultivierungsdauer von 28 Tagen. Humane MSC behielten bei allen drei Ansätzen 
ihren mesenchymalen Phänotyp und zeigten eine starke Vimentin-Expression (A-C). Sie 
differenzierten jedoch nicht in Zellen der Haut, wie Keratinozyten (D-F) oder Melanozyten (G-I). Skala: 
100µm (A-I). 
 
Ein Antikörper gegen S100 wurde eingesetzt, um weitere Zellen der Haut, wie 
Melanozyten, Langerhans-Zellen oder Schwann-Zellen nachweisen zu können.  
Zusätzlich wurden Vimentin und Ki-67 als Antikörper verwendet. Vimentin diente dem 
Nachweis des ursprünglichen, mesenchymalen Phänotyps der hMSC und Ki-67 als 
Proliferationsmarker.  
Die hMSC zeigten bei allen Ansätzen zur epidermalen Differenzierung sowie bei den 
dermalen Äquivalenten mit und ohne Fibroblasten (nicht gezeigt) eine starke Vimentin-
Expression (Abb. 21A-C), jedoch keine Zytokeratinexpression (Abb. 21D-F). Dieses 
immunhistochemische Markermuster spricht für die Beibehaltung des mesenchymalen 
Phänotyps der Zellen und gegen eine epidermale Differenzierung. Die hMSC wiesen 
auch keine positive Antikörperreaktion für S100 auf, sodass auch eine Differenzierung 
in z.B. Melanozyten der Epidermis ausgeschlossen werden kann (Abb. 21G-I).   
Ohne Modifikation 5-Azacytidin  All trans-Retinsäure  
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Das Ki-67-Antigen ist ein Proliferationsmarker, der von den Zellen während des 
Zellzyklus, nicht aber in der G0-Phase exprimiert wird. Bei allen drei Ansätzen zeigten 
die hMSC unter den organotypischen Bedingungen eine niedrige Proliferationsrate 
(<3% Ki-67-positive Zellen), (Abb. 22A-C). Die niedrigste Proliferationsrate trat jedoch 
bei den unmodifizierten Ansätzen zur epidermalen Differenzierung der mesenchymalen 
Stammzellen auf. Erstaunlicherweise traten auch nach Behandlung mit All trans-
Retinsäure nur relativ wenige Ki-67-positive Zellen auf (Abb. 22C, Pfeile). Diese geringe 
Proliferationsrate spricht gegen eine maligne Entartung der Zellen. Die Hyperzellularität 
könnte daher durch eine niedrigere Apoptoserate oder aber durch die verstärkte 
Kontraktion der Konstrukte zu erklären sein.  
 
Abbildung 22: Immunhistochemische Analyse in Bezug auf die Proliferationsaktivität der hMSC auf 
den DEs nach einer Kultivierungsdauer von 28 Tagen. Nach immunhistochemischer Analyse mit 
einem Antikörper gegen Ki-67 zeigte sich, dass die hMSC sogar unter der Kultivierung mit Luftkontakt 
proliferieren und überleben. Im Vergleich zu den modifizierten Ansätzen war die Proliferationsaktivität 
bei dem unmodifizierten Ansatz am geringsten. Obwohl die hMSC nach Behandlung mit all trans-
Retinsäure eine Hyperzellularität auf den DEs aufwiesen, zeigte sich nur eine vergleichsweise 
geringe Proliferationsrate, was gegen eine maligne Entartung der Zellen spricht. Die Pfeile markieren 
einzelne Ki-67-positive Zellen. Skala: 100µm (A-C). 
 
Zusammenfassend differenzierten die hMSC unter den organotypischen Bedingungen 
und auch unter den Modifikationen mit 5-Azacytidin und All trans-Retinsäure nicht in 
epidermale Zellen, sondern behielten ihren mesenchymalen Phänotyp. Es zeigte sich 
jedoch auch, dass die hMSC sogar unter der Bedingung des Luftkontakts auf den 
dermalen Äquivalenten überleben und proliferieren. 
 
A B C 
Ki-67 
Ohne Modifikation 5-Azacytidin  All trans-Retinsäure  
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3.3.3.3.2 Immunphänotypisierung der humanen mesenchymalen Stammzellen 
zur Untersuchung der Kontraktion der dermalen Äquivalente 
Während der Kultivierung der humanen mesenchymalen Stammzellen auf den 
dermalen Äquivalenten wurde eine starke Kontraktion der Kollagene mit und ohne 
Fibroblasten sichtbar. Wie bei der Quantifizierung der Kontraktion in Abschnitt 3.3.3.2 
gezeigt, trat diesse Kontraktion besonders nach den Modifikationen der 
Kulturbedingungen mit 5-Azacytidin und All trans-Retinsäure auf. Eine mögliche 
Erklärung für diese Kontraktion ist eine Differenzierung der hMSC in glattmuskuläre 
Zellen. Diese Zellen exprimieren smooth muscle actin (SMA). 
 
Abbildung 23: Immunphänotypisierung der hMSC auf den DEs mit (A-C) und ohne (D-F) 
Fibroblasten mit einem Antikörper gegen SMA nach einer Kultivierungsdauer von 28 Tagen. Die 
hMSC an der Oberfläche der dermalen Äquivalente kontrahierten makroskopisch die Kollagene. Die 
makroskopische Kontraktion korrelierte mit der Expression von SMA. Die stärkste Kontraktion wiesen 
die Kollagene mit den epigenetisch modifizierten hMSC (B, C, E, F) auf. Bei den unmodifizierten 
hMSC trat eine Expression von SMA v.a. bei Kontakt der hMSC mit der kollagenen Matrix auf, in die 
die hMSC migrierten (A, D Pfeile). Die SMA-Expression variierte nicht von Kollagenen mit (A-C) zu 
Kollagenen ohne (D-F) Fibroblasten. Skala: 50µm (A-F).  
 
Die immunhistochemische Färbung der Konstrukte mit einem Antikörper gegen SMA 
zeigte bei allen Ansätzen eine positive Antikörperreaktion (Abb. 23A-F). Auffällig war 
jedoch, dass einem zunehmenden Grad der makroskopischen Kontraktion (s. 3.3.3.2) 
auch eine erhöhte SMA-Expression gegenüberstand (Abb. 23B, E, C, F). So zeigten die 
hMSC auf den dermalen Äquivalenten nach epigenetischer Modifikation mit All trans-
Retinsäure (Abb. 23C, F) und 5-Azacytidin (Abb. 23B, E) eine noch ausgeprägtere 
SMA-Expression als die hMSC ohne zusätzliche Modifikationen (Abb. 23A, D, Pfeile).  
Ohne Modifikation 5-Azacytidin  All trans-Retinsäure  
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3.3.3.4 Elektronenmikroskopische Analysen (REM und TEM) 
Die elektronenmikroskopische Analyse sollte im Fall einer Differenzierung der hMSC in 
epidermale Zellen Charakteristika der Epidermis, wie z.B. Zell-Zell-Kontakte 
(Desmosomen) und Keratinfilamente, nachweisen. Da jedoch immunhistochemisch 
gezeigt werden konnte, dass die hMSC nicht in epidermale Zellen differenziert sind, 
wurden die ultrastrukturellen Untersuchungen an dem Beispiel der hMSC auf einem 
dermalen Äquivalent mit Fibroblasten und im unmodifizierten Ansatz  unternommen.  
Rasterelektronenmikroskopisch zeigte sich, dass die hMSC an der Oberfläche des 
Kollagens bei einer Kultivierung mit und ohne Luftkontakt überlebten, da nur sehr 
wenige tote Zellen, wie z.B. sphäroidal verformte, an der Kollagenoberfläche zu sehen 
waren. Die hMSC, die als Negativkontrolle unter stammzellspezifischen Bedingungen 
ohne Luftkontakt kultiviert wurden, wiesen ein schmales, langgestrecktes Wachstum auf 
und besaßen nur eine geringe Anzahl zytoplasmatischer Ausläufer (Abb. 24A-C) . Die 
Zellen erschienen platt und eben und zeigten vereinzelt Mikrovilli an ihrer Oberfläche. 
Zwischen den Zellen wurde an einigen Stellen die kollagene Matrix sichtbar (Abb. 24C, 
Pfeile). Die hMSC, die unter den organotypischen Bedingungen und mit Luftkontakt 
kultiviert wurden, bedeckten mehrschichtig und dicht die Kollagenoberfläche (Abb. 
24D). Im Gegensatz zu den hMSC unter stammzelltypischen Bedingungen wiesen sie 
eine polygonale Morphologie und viele zytoplasmatische Fortsätze auf, die z.T. in das 
Kollagengel hineinragten und mit denen die Zellen untereinander in Verbindung 
standen. Die kollagene Matrix war nur an einigen Stellen zwischen den Zellen zu sehen 
(Abb. 24G, Pfeile).  
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Abbildung 24: REM Vergleich der hMSC auf den DEs unter den stammzelltypischen (A-C) und 
organotypischen Bedingungen für Keratinozyten (D-G) nach einer Kultivierungsdauer von 28 Tagen. 
Die hMSC bedecken unter organotypischen Bedingungen nahezu das gesamte DE mehrschichtig (D, 
E). Sie sind polygonal mit vielen zytoplasmatischen Ausläufern, mit denen die hMSC in Verbindung 
stehen (F). Bei der Negativkontrolle zeigen die hMSC vergleichsweise wenige zytoplasmatische 
Fortsätze und sind langgestreckt (A-C). Zwischen den hMSC wird z.T. die kollagene Matrix sichtbar 
(Pfeile C, G). Skalen: A+E 50µm, B+G 20µm, D 200µm, F 10µm. 
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Rasterelektronenmikroskopisch bestätigte sich jedoch auch, dass die hMSC auf der 
kollagenen Matrix unter dem Einfluss von Luftkontakt nicht in epidermale Zellen 
differenziert sind, da weder ein pflastersteinartiges Wachstum noch Keratinisierungen 
nachzuweisen waren. Bei der Betrachtung des Kollagenrands wurde sichtbar, dass die 
Zellen erhaben auf dem Kollagengel wuchsen. Zudem war hier die fibrilläre Struktur des 
Kollagens gut erkennbar (Abb. 24G, Pfeile). 
 
Die transmissionselektronenmikroskopische Analyse der humanen mesenchymalen 
Stammzellen auf den dermalen Äquivalenten zeigte, dass sich die hMSC nach 
Kultivierung mit Luftkontakt auf dem dermalen Äquivalent durch eine spindelförmige 
Morphologie auswiesen (Abb. 25A). Vereinzelt war erkennbar, dass die hMSC 
gemeinsame Kontaktstellen ausbildeten (Abb. 25B). Da es sich im Vergleich zu der 
Positivkontrolle nicht um Desmosomen handelte (Abb. 25C) und die Kontaktstellen 
fleck- bis streifenförmig erschienen, handelte es sich am wahrscheinlichsten um 
Maculae communicantes (Nexus, Gap junction). An der Zellseite mit Luftkontakt zeigten 
die hMSC vereinzelt Oberflächenvergrößerungen, wie Mikrovilli (Abb. 25A). In dem 
Zytoplasma der hMSC waren reichlich Aktinfilamente zu erkennen (Abb. 25F) und an 
der Kontaktseite zu der kollagenen Matrix wiesen die Zellen Pseudopodien auf (Abb. 
25D-E), als Charakteristika migrierender Zellen. Diese zytoplasmatischen Fortsätze 
ragten tief in die kollagene Matrix.  
Zusammenfassend bestätigte sich elektronenmikroskopisch, dass die hMSC nicht in 
epidermale Zellen differenziert sind. Jedoch zeigte sich, dass die Zellen, die unter 
stammzelltypischen Bedingungen kultiviert wurden, morphologische Unterschiede zu 
den hMSC aufwiesen, und dass die Kultivierung mit Luftkontakt ein mehrschichtiges 
Wachstum begünstigt. Immunhistochemische Ergebnisse, wie die Expression von SMA, 
bestätigten sich ebenfalls durch den Nachweis der Aktinfilamente im Zytoplasma der 
Zellen und die Ausbildung von Pseudopodien. 
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Abbildung 25: TEM der hMSC auf DEs nach 28 Tagen unter organotyp. Bedingungen. 
Spindelförmige hMSC wiesen Zell-Zell-Kontakte auf (A, B), jedoch keine Desmosomen (C) und 
migrierten in die kollagene Matrix (D). Als Charakteristika für die Migration wiesen sie Pseudopodien 
(E) und Aktinfilamente (F) auf. Ps=Pseudopodien, Af=Aktinfilamente, Des=Desmosom, Mv=Mikrovilli, 
Mc=Maculae communicantes, Coll=Kollagen. Vergrößerungen: 5000x (A), 108000x (B), 144000x (C, 
F), 6500x (D), 50400x (E) 
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3.4 Mesenchymale Stammzellen auf dermalen Äquivalenten aus Fibrin 
Da eine epidermale Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen auf den 
Kollagengelen nicht nachweisbar war, wurden sie zusätzlich auf einer dermalen Matrix 
aus Fibrin mit und ohne Fibroblasten kultiviert. Fibrin ist ein wichtiger Bestandteil der 
extrazellulären Matrix während der Wundheilung und könnte so eine epidermale 
Differenzierung der hMSC beeinflussen. 
Die dermalen Äquivalente aus Fibrin erreichten innerhalb einer halben Stunde ihre 
endgültige feste, geleeartige Konsistenz. Da selbst bei längeren Kultivierungsdauern 
über 28 Tage die Fibrine mit Fibroblasten nicht kontrahierten, konnten die hMSC bereits 
zu diesem Zeitpunkt auf die Fibrinoberfläche transplantiert werden. Durch die 
regelmäßige Zugabe von Aprotinin zum Medium, blieb das Fibrinkonstrukt stabil und 
eine Fibrinolyse wurde erfolgreich verhindert.  
Histologisch zeigte sich, dass die Fibrinkonstrukte ohne Fibroblasten formstabil waren 
und die hMSC eine durchgehende Zellschicht auf der Fibrinoberfläche darstellten (Abb. 
26E). Die hMSC wiesen eine spindelförmige Morphologie mit ovalen Zellkernen auf und 
migrierten nicht in das dermale Äquivalent aus Fibrin (Abb. 26F). Die Fibrinkonstrukte 
mit Fibroblasten bildeten an der Transplantationsstelle der hMSC durch das Gewicht 
der Zellen eine Mulde, sodass in der Mitte des Konstrukts die Zellen nur auf einer 
dünnen Fibrinschicht lagen (Abb. 26A, B). Die Fibrine mit Fibroblasten schienen daher 
flexibler zu sein als die Konstrukte ohne Fibroblasten. Die hMSC lagen in dieser Mulde 
und bildeten bis zu neun Schichten (Abb. 26B). Die Morphologie der Zellen variierte von 
spindelförmig bis polygonal mit ovalen bis runden Zellkernen. Die Morphologie der 
hMSC war jedoch nicht abhängig von der Lage in der Zellschicht, sodass keine 
Stratifizierung beschrieben werden konnte.  
Die Immunhistologie zeigte durch eine positive Antikörperreaktion für Vimentin, dass die 
hMSC ihren mesenchymalen Phänotyp auch auf den Fibrinen behalten (Abb. 26C, G). 
Die hMSC differenzierten auf den dermalen Äquivalenten nicht in epidermale Zellen, da 
keine Expression von Pan-Zytokeratin auftrat (Abb. 26D, H). Die Färbung mit dem 
Antikörper Vimentin verdeutlichte jedoch, dass die Zellen nicht nur horizontal auf der 
Fibrinoberfläche lagen, sondern gelegentlich mit ihren zytoplasmatischen Ausläufern in 
das Fibringel ragten (Abb. 26G, Pfeile). Eine Variation der extrazellulären Matrix mit 
Anlehnung an die Wundheilung führte demnach nicht zu einer epidermalen 
Differenzierung der hMSC. 
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Abbildung 26:. HMSC wuchsen mehrschichtig auf den DEs aus Fibrin mit (A-D) und ohne Fibroblasten 
(E-H) unter den organotypischen Bedingungen nach einer Kultivierungsdauer von 28 Tagen. Sie 
behielten ihren mesenchymalen Phänotyp (C, G) und differenzierten nicht in epidermale Zellen (D, H). 
Skalen: 200µm (A, E), 100µm (B-D), 50µm (F-H). 
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Konstrukte aus Fibrin scheinen sich jedoch als Trägermatrix für mögliche 
Transplantationen der Zellen zu eignen, da die hMSC an der Fibrinoberfläche adhärent 
wurden und ein mehrschichtiges Wachstum zeigten.  
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4. Diskussion 
Eine wesentliche therapeutische Herausforderung der gegenwärtigen Medizin ist die 
Reaktivierung, die Regeneration oder der Ersatz von Zellen, Geweben und Organen, 
die aufgrund von Erkrankungen, Unfällen oder altersbedingtem Verschleiß ihre 
Funktionsfähigkeit verloren haben. Ergebnisse bezüglich des keimblattüberschreitenden 
Differenzierungspotentials adulter Stammzellen implizieren, dass künftig gesunde 
Ersatzgewebe aus adulten, autologen Stammzellen gewonnen werden können. Die 
vorliegende Arbeit untersuchte die potentielle epidermale Differenzierung der humanen 
mesenchymalen Stammzellen in einem dreidimensionalen Kultivierungssystem, das 
angelehnt ist an die in vivo-Bedingungen der Haut. Die Faktoren in diesem System, die 
zur Induktion der epidermalen Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen 
eingesetzt wurden, sind die Interaktion der mesenchymalen Stammzellen mit dermalen 
Stromazellen, der dermalen Matrix aus Kollagen, Wachstumsfaktoren des 
Keratinozyten-Mediums, sowie dem besonderen Stimulus der Kultivierung mit 
Luftkontakt. Dieses Grundmodell zur epidermalen Differenzierung wurde zusätzlich 
erweitert durch die Zugabe von all trans-Retinsäure zum Kultivierungsmedium, 
Vorbehandlung der Zellen mit dem Demethylierungsagenz 5-Azacytidin, sowie 
Austausch der kollagenen Matrix durch eine Matrix aus Fibrin.  
Die Auswirkungen der einzelnen Stimuli wie dermale Stromazellen, kollagene Matrix 
und Kultivierung mit Luftkontakt, auf das multipotente Differenzierungspotential der 
mesenchymalen Stammzellen wurden zunächst histologisch und morphologisch 
untersucht.  
Bei den Ansätzen zur epidermalen Differenzierung wurden die Morphologie, das 
dreidimensionale Wachstumsmuster sowie der Status der epidermalen Differenzierung 
der mesenchymalen Stammzellen histologisch, immunhistochemisch und 
elektronenmikroskopisch untersucht und bewertet.  
 
4.1 Multipotentes Differenzierungspotential mesenchymaler Stammzellen  
Für die mesenchymalen Stammzellen wurde bis heute kein spezifischer Marker bzw. 
ein Markermuster beschrieben. Daher werden sie funktionell charakterisiert über den 
Nachweis ihrer Multipotenz. Die Multipotenz der aus dem Knochenmark isolierten 
Zellen wurde in dieser Arbeit über die Differenzierung in Adipozyten und Osteoblasten 
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nach standardisierten Protokollen von Pittenger et al. erfolgreich nachgewiesen 
(Pittenger et al. 1999) (Abb. 12).  
In dieser Arbeit wurde untersucht, ob die mesenchymalen Stammzellen unter den 
organotypischen Kultivierungsbedingungen epidermaler Zellen ihre sie 
charakterisierende Multipotenz behalten. Zu diesen organotypischen Bedingungen 
zählen die Interaktion mit einer kollagenen Matrix aus Kollagen I und III, die Interaktion 
mit dermalen Fibroblasten sowie die Kultivierung mit Luftkontakt.  
Es zeigte sich, dass sowohl eine adipogene als auch eine osteogene Differenzierung 
der mesenchymalen Stammzellen in einer kollagenen Matrix aus Kollagen I und III 
möglich ist. Die differenzierten mesenchymalen Stammzellen wiesen die 
morphologischen Charakteristika der Adipozyten und Osteoblasten auf (Abb. 13). Dies 
zeigte sich insbesondere bei der osteogenen Differenzierung. Der Differenzierungsgrad 
der Zellen und das Ausmaß der Ossifikation des Kollagengels nahmen über den 
Kultivierungszeitraum von 42 Tagen stetig zu (Abb. 13I). Studien zur osteogenen 
Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen wiesen Kollagen I als wichtigen 
Transduktor in der Signalkaskade der Osteoblastenreifung und der Mineralisierung der 
extrazellulären Matrix nach (Lynch et al. 1995). Dies könnte eine Erklärung für die stark 
zunehmende Ossifikation der kollagenen Matrix sein.  
Die Differenzierung in Adipozyten konnte über die typische Morphologie wie die 
Ausbildung der Lipidvakuolen, nachgewiesen werden. Der Differenzierungsgrad bzw. 
die Zahl der in Adipozyten differenzierten Zellen nahm nicht über den 
Kultivierungszeitraum zu, blieb aber stabil (Abb. 13J-K). Die Zellen differenzierten zwar 
in der kollagenen Matrix, jedoch konnte kein Hinweis auf eine Unterstützung der 
Differenzierung nachgewiesen werden. Es bestätigte sich daher, dass Materialien als 
Trägersubstanzen einen starken Effekt auf die Differenzierbarkeit mesenchymaler 
Stammzellen haben können (Mauney et al. 2005; George et al. 2006).  
Unter der Bedingung der Kultivierung mit Luftkontakt auf einer kollagenen Matrix traten 
ebenfalls osteogene und adipogene Differenzierungen der Zellen auf. Während die 
mesenchymalen Stammzellen hauptsächlich an der Oberfläche der kollagenen Matrix in 
Adipozyten differenzierten, trat eine osteogene Differenzierung im Laufe einer Migration 
der Zellen in das Kollagengel auf (Abb. 14). Der Luftkontakt scheint zwar keinen 
hemmenden Kontakt auf die mesenchymalen Stammzellen zu haben, doch scheinen 
die Zellen die Einbettung in eine Extrazellulärmatrix bei der osteogenen Differenzierung 
zu bevorzugen (Abb. 13D). Dies untermauert ebenfalls die Hypothese, dass kollagene 
Diskussion 
 87 
Matrizes, insbesondere Kollagen I und III, die osteogene Differenzierung unterstützen 
und so der Kontakt mit der kollagenen Matrix an der einen Zellseite eine Migration in 
diese Richtung beeinflusst (Jager et al. 2005). Die adipogene Differenzierung scheint 
unabhängig von kollagener Matrix und Luftkontakt aufzutreten und die beiden Faktoren 
scheinen weder einen hemmenden noch einen fördernden Effekt auf die adipogene 
Differenzierbarkeit zu haben (Abb. 13H, J). 
Neben einer Reihe von löslichen Faktoren spielen Zell-Zell-Kontakte im Rahmen der 
Zelldifferenzierung eine besondere Rolle (Duray et al. 1997). In diesem Rahmen stellt 
sich die Frage, ob gewebsspezifische Zellen die Differenzierung mesenchymaler 
Stammzellen in Zellen anderer Gewebe, z.B. über Zell-Zell-Kontakte oder auf 
parakrinem Weg, hemmen. Dies wurde in der vorliegenden Arbeit durch die Einbettung 
dermaler Fibroblasten in die kollagene Matrix, auf der die mesenchymalen Stammzellen 
kultiviert wurden, untersucht. Durch die Migration der mesenchymalen Stammzellen in 
die kollagene Matrix bei der osteogenen Induktion unter der Kultivierung mit Luftkontakt 
wurden sie und die dermalen Fibroblasten von derselben Extrazellulärmatrix umgeben. 
Im Vergleich zu der Kultivierung auf zellfreien Kollagenen inhibierten die dermalen 
Fibroblasten die osteogene Differenzierung nicht. Vielmehr organisierten sich die 
dermalen Fibroblasten und mesenchymalen Stammzellen in der kollagenen Matrix, was 
zu der Ausbildung einer kompakten Matrix mit Kalzium-Phosphat-Ablagerungen führte, 
die durch die Fibroblasten zusätzlich stabilisiert wurde (Abb. 13D). Diese Stabilisierung 
zeigte sich v.a. im Vergleich zu den stromazellfreien Kollagenen. Die mesenchymalen 
Stammzellen, wie auch die Kalzium-Phosphat-Ablagerungen, waren in dieser zellfreien 
Matrix inhomogen verteilt, sodass die Festigkeit des Konstruktes stellenweise stark 
variierte (Abb. 13I). Auch bei der adipogenen Differenzierung der mesenchymalen 
Stammzellen hemmte eine Interaktion mit dermalen Fibroblasten nicht die 
Differenzierbarkeit (Abb. 13H). Die Adipozyten standen jedoch nur an einer Zellseite in 
Kontakt mit der fibroblastenhaltigen Matrix, da die Adipozyten nicht in die Kollagengele 
migrierten. Die andere Zellseite hatte direkten Luftkontakt.  
Es konnte daher gezeigt werden, dass die mesenchymalen Stammzellen ihre 
Stammzelleigenschaften sogar unter Kultivierungsbedingungen, die für andere Zellarten 
optimiert wurden in einer biogenen, dreidimensionalen Trägermatrix behalten. Diese 
Differenzierungen bleiben zudem über einen langen Kultivierungszeitraum von 42 
Tagen stabil und im Falle der osteogenen Differenzierung nimmt der 
Differenzierungsgrad sogar zu. Diese Differenzierbarkeit unter stark variierenden 
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Bedingungen erhöht die Attraktivität der mesenchymalen Stammzellen für den 
künstlichen Gewebeersatz. Durch die diskutierte erweiterte Plastizität, also 
keimblattüberschreitende Differenzierbarkeit, der mesenchymalen Stammzellen und die 
Möglichkeit der autologen Gewinnung, sind sie vielversprechende Zellen für zellbasierte 
Therapien. Es stellt sich jedoch die Frage, ob eine keimblattüberschreitende 
Differenzierung wirklich möglich ist. 
 
4.2  Keimblattüberschreitende Plastizität der mesenchymalen Stammzellen: Ist 
eine epidermale Differenzierung unter organotypischen Bedingungen der 
Haut möglich? 
Der klinische Bedarf an künstlichen Hautersatzmaterialien zum Verschluss von 
chronischen und akuten Wunden ist groß. Der „Goldstandard“ des Hautersatzes ist 
nach wie vor die autologe Hauttransplantation. Größere Defekte der Haut können 
jedoch nicht mehr mit patienteneigener Haut gedeckt werden. Dies ist auch ein Problem 
des vollwertigen, künstlichen Hautersatzes, wie den Komposithautersatzverfahren. Bei 
diesen Hautäquivalenten, bestehend aus einer Kombination von autologen Haut- und 
Bindegewebszellen und einer dermisanalogen Matrix,  besteht ebenfalls der Nachteil, 
dass die autologen Zellen, v.a. die Keratinozyten, schnell und ausreichend zur 
Verfügung stehen müssen, um eine unmittelbare Wundheilung garantieren zu können. 
Es wäre daher wünschenswert, eine alternative, jedoch ebenfalls autologe Zellquelle 
bei der Therapie größerer Hautdefekte zusätzlich einsetzen zu können. 
 
4.2.1 Etablierung der organotypischen Hautäquivalente 
Für die Entwicklung und Erhaltung eines rekonstruierten Gewebes mit der Fähigkeit zur 
regulären, epidermalen Differenzierung mit normaler Morphologie werden sog. 
organotypische Hautäquivalente eingesetzt. Diese dreidimensionalen organotypischen 
Co-Kulturen gewährleisten einen mehrschichtigen, epidermalen Zellverband in 
Verbindung mit einer dermisähnlichen Matrix aus Kollagen I und III, die Fibroblasten 
enthält. Zur Imitation der in vivo-Bedingungen der Keratinozyten findet deren 
Kultivierung an der Luft-Medium-Grenze statt. Zwar fehlen das Blutgefäßsystem und 
andere kutane Zellarten, jedoch können während der Kultivierung Nährstoffe und 
Wachstumsfaktoren dem Medium zugegeben werden. Außerdem ermöglicht das 
System Studien der Geweberegeneration, die fokussierte Untersuchung der dermo-
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epidermalen Kommunikation und der zellulären Interaktion mit der dermalen Matrix 
(Stark et al. 1999; Stark et al. 2004). 
Dieses organotypische Hautmodell wurde in Vorversuchen der vorliegenden Arbeit für 
die HaCaT-Zelllinie und primäre Keratinozyten als Positivkontrolle für spätere 
Experimente angewendet. Die dermalen Stromazellen und die Kultivierung mit 
Luftkontakt begünstigten die Schichtung, Stratifizierung und Differenzierung der HaCaT-
Zellen auf den dermalen Äquivalenten im Vergleich zu den stromazellfreien 
Äquivalenten (Abb. 8). Während die HaCaT-Zellen nach 10 Tagen eine beginnende 
Differenzierung auf den dermalen Äquivalenten zeigten (Abb. 9), war die regelrechte 
Differenzierung der primären Keratinozyten erschwert (Abb. 10, 11). Der Erfolg der 
Isolation und Differenzierbarkeit war von vielen Parametern abhängig, wie von dem 
Alter des Patienten und der Latenzzeit zwischen Hautentnahme und Zellisolation. Bei 
den isolierten Keratinozyten handelte es sich zudem nie um eine reine 
Keratinozytenpopulation, da die Isolationsmethode nicht spezifisch genug ist und somit 
zwangsläufig andere epidermale und vereinzelt dermale Zelltypen mit expandiert 
werden (Abb. 11B). Dadurch wurde deutlich, dass der Erfolg des Einsatzes autologer 
Keratinozyten in der Hautersatztherapie, gerade bei älteren Patienten und größeren 
Wundflächen, stark variiert.  
 
4.2.1.1 Kultivierung der humanen mesenchymalen Stammzellen unter den 
organotypischen Bedingungen der Haut in vitro  
Humane mesenchymale Stammzellen stellen aufgrund der beschriebenen Plastizität 
eine potentielle alternative und v.a. autologe Zellquelle dar. Vorteilhaft wäre 
insbesondere eine Vordifferenzierung in dem organotypischen Hautmodell, das der 
physiologischen Situation der Haut in vivo ähnelt und den sofortigen Einsatz als 
„Komposithaut“ ermöglichen würde.  
In der vorliegenden Studie wurden die humanen mesenchymalen Stammzellen analog 
zu den Keratinozyten auf dermalen Äquivalenten aus dermalen Fibroblasten und 
Kollagen I und III kultiviert, um eine mögliche epidermale Differenzierung der Zellen in 
diesem organotypischen System zu erreichen und ihr Verhalten unter diesen 
hautspezifischen Bedingungen zu untersuchen. Es konnte gezeigt werden, dass die 
mesenchymalen Stammzellen erfolgreich an der Oberfläche der dermalen Äquivalente 
mit Luftkontakt anstelle der Keratinozyten über einen Zeitraum von 28 Tagen kultiviert 
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werden können (Abb. 18A-E, 21A). Eine Kultivierung der humanen mesenchymalen 
Stammzellen unter Bedingungen der Haut in vitro wurde in dieser Arbeit erstmals 
beschrieben. Zudem konnte gezeigt werden, dass unter dem Lufteinfluss ein 
mehrschichtiges Wachstum der humanen mesenchymalen Stammzellen begünstigt 
wird und sogar eine ansatzweise Stratifizierung der Zellen auftritt (Abb. 18A-C). Diese 
Stratifizierung trat besonders in Interaktion mit den dermalen Stromazellen auf, während 
zellfreie dermale Äquivalente eine Migration der mesenchymalen Stammzellen in die 
kollagene Matrix begünstigten (vgl. Abb. 18 und 19). Die Eigenschaft der 
mesenchymalen Stammzellen unter den organotypischen, und v.a. ungewöhnlichen 
Bedingungen einer anderen Zellpopulation zu überleben, zu proliferieren und zu 
organisieren, untermauert ihre Fähigkeit, nach Rekrutierung aus dem Knochenmark die 
gewebsspezifische Regeneration zu unterstützen und sich den gegebenen 
Bedingungen anzupassen (Prockop 1997). Eine epidermale Differenzierung konnte 
jedoch weder immunhistochemisch noch elektronenmikroskopisch in diesem in vitro-
Modell bestätigt werden (Abb. 20, 23, 24). Die dreidimensional wachsenden 
mesenchymalen Stammzellen behielten ihren mesenchymalen Phänotyp und zeigten 
keine Expression von epidermalen bzw. epithelialen Antigenen (Abb. 20A, D, G). 
Die Teilnahme von Zellen des Knochenmarks (bone marrow derived cells, BMDC) bei 
der Regeneration der Haut konnte bereits tierexperimentell in einigen Studien gezeigt 
werden (Kataoka et al. 2003; Borue et al. 2004; Fathke et al. 2004; Harris et al. 2004). 
Jedoch waren nur 0,1-4% der Gesamtzahl der Keratinozyten im untersuchten 
Wundbereich differenzierte Zellen des Knochenmarks (Harris et al. 2004). Dennoch 
lassen die Ergebnisse dieser Studien darauf schließen, dass eine Subpopulation der 
Zellen des Knochenmarks die Wundheilung durch Differenzierung in epidermale Zellen 
unterstützt. In den letzten Jahren lieferten ebenfalls in vivo-Transplantationsstudien 
Hinweise, dass die mesenchymalen Stammzellen als Subpopulation des 
Knochenmarks eine Rolle in der Wundheilung spielen und die Fähigkeit besitzen, in 
epidermale Zellen zu differenzieren (Nakagawa et al. 2005; Fu et al. 2006). Die 
Möglichkeit der Zellfusion bzw. Phagozytosephänomene als Differenzierungsartefakte 
werden im Zusammenhang von Transplantationsstudien zunehmend diskutiert. Das 
Fusionsphänomen führt zu Heterokaryonen, die in der Lage sind, sich weiter zu teilen. 
Phänotypisch ähneln die vermeintlich differenzierten Zellen den gewebsständigen 
Zellen (Terada et al. 2002; Alvarez-Dolado et al. 2003). Bei den Studien, die die 
Differenzierung mesenchymaler Stammzellen in vivo in epidermale Zellen beschrieben, 
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wurden die Zellen nicht auf Differenzierungsartefakte untersucht. Quantitative 
Auswertungen zeigten jedoch auch, dass nur ein geringer Prozentsatz (1%) der 
mesenchymalen Stammzellen einen epidermalen Phänotyp im untersuchten 
Wundbereich annahm (Fu et al. 2006). In wie weit diese epidermalen Zellen funktionell 
waren und wodurch die vermeintliche Differenzierung initiiert wurde, ist zum jetzigen 
Zeitpunkt unklar. Weiterhin ist bekannt, dass Zellen, die in ein fremdes Gewebe injiziert 
werden, fremde DNA aufnehmen und ihre Identität ändern, ohne dass eine tatsächliche 
(Trans)Differenzierung stattfindet (Salman et al. 2001). Auch Makrophagen können 
Charakteristika von phagozytierten Zellen zeigen. Dieses Phänomen kann zu einer 
aberranten Expression von gewebsspezifischen Markern, wie z.B. Zytokeratinen, 
führen, ohne dass eine echte Transdifferenzierung stattgefunden hat. In dem Modell der 
vorliegenden Arbeit können Fusionsphänome durch Fehlen der Keratinozyten 
ausgeschlossen werden.  
 
4.2.1.2 Epigenetische Modifizierung der hMSC durch 5-Azacytidin und All 
trans-Retinsäure 
Da die mesenchymalen Stammzellen in dem organotypischen Kultivierungsmodell der 
Haut alleine nicht in epidermale Zellen differenziert sind, wurden sie nach gängigen 
Differenzierungsansätzen epigenetisch mit 5-Azacytidin und All trans-Retinsäure 
modifiziert und ebenfalls in dem organotypischen Kultursystem der Haut kultiviert. Diese 
Differenzierungsansätze wurden ebenfalls erstmals für eine epidermale Differenzierung 
der mesenchymalen Stammzellen eingesetzt.  
5-Azacytidin ist ein Nukleotidanalogon, das durch unspezifische Demethylierung 
inaktivierte Gene reaktivieren kann. Es wurde daher in dieser Arbeit eingesetzt, um 
Gene, die für eine epidermale Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen 
notwendig sind, zu aktivieren. Eine epidermale Differenzierung konnte jedoch nicht 
nachgewiesen werden. Die humanen mesenchymalen Stammzellen überlebten die 24-
stündige Inkubation mit 5-Azacytidin und wuchsen anschließend mehrschichtig und 
geordnet auf den dermalen Äquivalenten unter den organotypischen Bedingungen mit 
Luftkontakt (Abb. 18F-J; 21B). Sie behielten jedoch ihren mesenchymalen Phänotyp 
und differenzierten nicht in epidermale Zellen, was durch die negative Reaktion mit dem 
Zytokeratin-Antikörper bestätigt wurde (Abb. 20B, E, H).  
Die Zugabe von All trans-Retinsäure zum Medium erfolgte, da über Retinsäure-
Rezeptoren, die im Kern lokalisiert sind, Retinsäure-Rezeptor-Response-Elements 
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(RARE) transaktiviert werden, die wiederum als Transkriptionsaktivatoren die 
Aktivierung von Zielgenen beeinflussen. Die mesenchymalen Stammzellen überlebten 
ebenfalls die Zugabe von All trans-Retinsäure zum Medium und eine Hyperzellularität 
der mesenchymalen Stammzellen auf den dermalen Äquivalenten  wurde sichtbar. Die 
Zellen wiesen in diesen hyperzellulären Bereichen ein unorganisiertes, storiformes 
Wachstum mit Ähnlichkeit zu Fibrosarkomen auf (Abb. 18K-M). Erst kürzlich wurde die 
Entwicklung von Sarkomen bei Mäusen nach Transplantation von MSC der Ratte 
beschrieben (Tolar et al. 2006). In der vorliegenden Arbeit waren nur wenige Mitosen zu 
finden, die immunhistochemische Analyse mit dem Ki-67-Antikörper ergab eine niedrige 
Proliferationsrate der Zellen (<3%) und es traten weder Kern-Atypien noch 
Nekroseareale auf, sodass eine maligne Entartung der Zellen ausgeschlossen werden 
konnte (Abb. 21C). Im Vergleich zu den beiden anderen Differenzierungsansätzen 
wiesen die mit All trans-Retinsäure behandelten mesenchymalen Stammzellen jedoch 
die höchste Zelldichte und den höchsten Anteil Ki-67-positiver Zellen auf den dermalen 
Äquivalenten auf (Abb. 21A-C). Diese Beobachtung ist erklärbar über den Effekt von All 
trans-Retinsäure, Wachstumsfaktoren zu regulieren und so das Zellwachstum zu 
stimulieren. Die Zugabe von All trans-Retinsäure hatte jedoch keinen Effekt auf die 
ektodermale Differenzierbarkeit der mesenchymalen Stammzellen. Sie differenzierten 
unter dieser Bedingung nicht in epidermale Zellen, sondern exprimierten Vimentin als 
Zeichen ihres mesenchymalen Ursprungs, jedoch keine Zytokeratinfilamente (Abb. 20C, 
F, I). 
Studien, die eine Differenzierung mesenchymaler Stammzellen nach epigenetischer 
Modifizierung beschrieben, sind auch kritisch zu betrachten. Seit 2001 wurde der 
Differenzierungserfolg mesenchymaler Stammzellen der Maus durch Behandlung mit 5-
Azacytidin in Kardiomyozyten beschrieben (Fukuda 2001; Fukuda 2003; Moscoso et al. 
2005). Die in vitro-Differenzierung durch 5-Azacytidin in Kardiomyozyten wurde im 
humanen System lediglich vereinzelt bestätigt (Xu et al. 2004) und im Rattenmodell 
sogar in Frage gestellt (Liu et al. 2003). Es ist zum jetzigen Zeitpunkt noch unklar, 
wodurch diese Unterschiede im Differenzierungserfolg mit 5-Azacytidin zu erklären sind. 
Der Differenzierungserfolg scheint jedoch speziesabhängig zu sein, da bei den 
mesenchymalen Stammzellen der Maus Differenzierungen in Kardiomyozyten nahezu 
konstant zu erzielen sind. Ein weiteres Problem bei diesem Differenzierungsansatz ist 
die Unspezifität der Demethylierung durch 5-Azacytidin, sodass ein konstanter 
Differenzierungserfolg erschwert und v.a. unvorhersehbar ist. 
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Retinsäure wird bei embryonalen Stammzellen erfolgreich zur neuronalen Induktion in 
vitro eingesetzt (Kim et al. 2002; Wichterle et al. 2002). Auch bei dem Versuch der in 
vitro-Differenzierung adulter Stammzellen des Knochenmarks in neuronale Zellen, also 
Zellen ektodermalen Ursprungs, wurde Retinsäure bereits verwendet. Es zeigte sich 
jedoch, dass All trans-Retinsäure alleine keinen bis einen geringen Effekt auf die 
Differenzierung hat. So konnte die neuronale Differenzierung nur durch Inkubation in 
Medium mit embryonalen, neuronalen Bestandteilen, wie Medulla oblongata, Somiten 
und Otozysten (Kondo et al. 2005) oder durch Anreicherung des Mediums mit ß-
Mercaptoethanol (Hung et al. 2002) erreicht werden. Durch die Inkubation mit 
embryonalen, neuronalen Bestandteilen konnten Fusionsphänomene nicht eindeutig 
ausgeschlossen werden. Eine Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen in 
Zellen neuroektodermalen Ursprungs sowie ein induzierender Effekt der All trans-
Retinsäure konnte daher nicht definitiv nachgewiesen werden. Dies bestätigte sich auch 
in einer Studie mit aufgereinigten hämatopoetischen Stammzellen des Knochenmarks, 
die Retinsäure ebenfalls zur Induktion des neuronalen Phänotyps einsetzte. Die 
hämatopoetischen Stammzellen, als weiteres Beispiel adulter Stammzellen, ähnelten 
morphologisch neuronalen Zellen, waren jedoch nicht in der Lage, Aktionspotentiale als 
Zeichen ihrer Funktionalität zu erzeugen und starben nach Transplantation in das 
Striatum oder Zerebellum (Roybon et al. 2006).  
Es bleibt daher weiter offen, ob die Agenzien zur epigenetischen Modifikation lediglich 
ungeeignet zur ektodermalen Induktion adulter Stammzellen sind oder aber generell 
eine keimblattüberschreitende Differenzierung multipotenter Stammzellen unmöglich ist.  
 
4.2.1.3 Einfluss der extrazellulären Matrix auf die epidermale Differenzierung 
Das Material der dermalen Matrix wurde ebenfalls, als weiterer wichtiger 
Differenzierungsfaktor, variiert und die kollagene Matrix durch eine Matrix aus Fibrin 
ersetzt. In dieser Arbeit, wie auch in anderen Studien (Jager et al. 2005; George et al. 
2006), konnte gezeigt werden, dass die Trägermatrix einen großen Effekt auf die 
Differenzierbarkeit der mesenchymalen Stammzellen hat. Da Fibrin Bestandteil der 
Extrazellulärmatrix während der Wundheilung ist und auch alternativ zu Kollagen bei 
der Generierung dermaler Äquivalente für den Hautersatz eingesetzt wird (Hojo et al. 
2003), wurde der Einfluss dieser Matrix in dem organotypischen Kultursystem auf die 
epidermale Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen untersucht. Es konnte 
gezeigt werden, dass die mesenchymalen Stammzellen auf der Matrix aus Fibrin 
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mehrschichtig wachsen und Fibrin sich als Trägermatrix eignet, jedoch konnte eine 
epidermale Differenzierung auch in diesem Differenzierungsansatz nicht nachgewiesen 
werden (Abb. 25).  
 
4.2.2 Schlussfolgerung aus den Ergebnissen zur epidermalen Differenzierung 
der mesenchymalen Stammzellen 
Die Frage, ob eine epidermale Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen 
möglich ist, kann weder durch die vorliegende Arbeit noch durch aktuelle Studien 
abschließend beantwortet werden. Es ist noch unklar, ob Zellen eines Gewebes so 
manipuliert werden können, dass sie phänotypisch und funktionell vollständig Zellen 
eines anderen Gewebes entsprechen. Die vorliegende Arbeit beschäftigte sich mit der 
Frage der Differenzierbarkeit der hMSC in Zellen ektodermalen Ursprungs. Die 
Arbeitsgruppe Spees et al. konnte zeigen, dass hMSC in epitheliale Zellen des 
Entoderms nach Co-Kultivierung mit hitzebehandelten Epithelzellen der Atemwege 
(SAECs) differenzieren können (Spees et al. 2003). In diesem Versuchsansatz traten 
jedoch gehäuft Fusionsphänomene als Differenzierungsartefakte auf, wenn auch 
letztendlich die Ergebnisse auf eine Differenzierung der hMSC in epitheliale Zellen und 
ihre Integration in den epithelialen Monolayer hindeuteten. Auch Wang et al. konnten in 
einer dreidimensionalen, luftexponierten Co-Kultur von hMSC mit einer Epithelzelllinie 
der Atemwege eine epitheliale, entodermale Differenzierung der hMSC nachweisen, 
fanden jedoch ebenfalls gehäuft Fusionsphänomene (Wang et al. 2005). Es gibt derzeit 
somit viele Anhaltspunkte, die auf eine Plastizität der adulten, insbesondere der 
mesenchymalen, Stammzellen hindeuten. In der vorliegenden Studie konnte keine 
Differenzierung der hMSC in Zelltypen außerhalb des mesodermalen Phänotyps 
nachgewiesen werden. Weder die Kultivierung der hMSC unter organotypischen 
Bedingungen der Haut, epigenetische Modifikationen der Zellen noch die Veränderung 
der Extrazellulärmatrix riefen eine keimblattüberschreitende Differenzierbarkeit der 
hMSC hervor. Bezogen auf die zitierten Studien zur entodermalen Differenzierbarkeit 
der hMSC könnte das Fehlschlagen der Differenzierung der hMSC in Zellen 
ektodermalen Ursprungs in dieser Studie daran liegen, dass die Zellen, zum Ausschluss 
von Fusionsartefakten, nicht mit gewebsständigen Zielzellen, z.B. Keratinozyten, co-
kultiviert wurden. Möglicherweise sind der direkte Zell-Zell-Kontakt zwischen Zellen 
unterschiedlicher Keimblätter, die Sekretion gewebsspezifischer Wachstumsfaktoren 
durch die reifen Nachbarzellen in der Co-Kultur oder die Kombination dieser beiden 
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Faktoren stärkere Differenzierungsstimuli als die Faktoren, die in der vorliegenden 
Arbeit als Differenzierungsstimuli eingesetzt wurden. Eine endgültige Differenzierung 
der hMSC in epitheliale Zellen der Atemwege konnte bereits nach 14 Tagen erreicht 
werden, sodass die Kultivierungsdauer von 28 Tagen in der vorliegenden Arbeit nicht 
für das Fehlschlagen der epidermalen Differenzierung verantwortlich gemacht werden 
kann.  
 
4.3 Rolle der mesenchymalen Stammzellen in der Wundheilung: 
Kollagenkontraktion und SMA-Expression 
Die Frage, welche Rolle die mesenchymalen Stammzellen in dem komplexen Prozess 
der Wundheilung spielen, konnte zum jetzigen Zeitpunkt nicht vollständig beantwortet 
werden. Es werden sowohl eine (Trans)Differenzierung in gewebsspezifische Zellen, 
positive Effekte auf die Kollagensynthese und Angiogenese, immunmodulatorische 
Fähigkeiten, sowie eine unspezifische Beschleunigung der Wundheilung diskutiert 
(Bartholomew et al. 2002; Kataoka et al. 2003; Fathke et al. 2004; Satoh et al. 2004; 
Nakagawa et al. 2005).  
In der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass die mesenchymalen 
Stammzellen in einem Modell, das der in vivo-Situation der Haut ähnelt, eine vermehrte 
Expression von SMA (α-smooth muscle actin) aufwiesen (Abb. 22). Einige der 
mesenchymalen Stammzellen, die in diesem Modell anstelle von Keratinozyten auf eine 
künstliche Dermis aus Kollagen I und III mit und ohne dermale Fibroblasten 
transplantiert worden waren, migrierten aktiv in die kollagene Matrix und kontrahierten 
das gesamte Kollagenkonstrukt (Abb. 18 und 19). Die Kontraktion nahm durch 
epigenetische Modifikation der mesenchymalen Stammzellen zu und konnte 
insbesondere an den zellfreien Kollagenen nachgewiesen werden. So zeigten die 
Kollagene die stärkste Kontraktion nach Zugabe von All trans-Retinsäure zum Medium 
und nach Vorbehandlung der Zellen mit 5-Azacytidin (Abb. 18F, K). Lichtmikroskopisch 
erschienen die Zellen weiterhin spindelförmig mit feinen zytoplasmatischen Ausläufern. 
Die Eigenschaften Kollagenkontraktion, SMA-Expression, spindelförmige Morphologie 
und Migration entsprechen denen der Myofibroblasten während der Wundheilung. 
In der Granulationsphase der Wundheilung, zwei Wochen nach der Gewebsverletzung, 
nehmen die gewebsständigen Fibroblasten den Phänotyp von Myofibroblasten an. 
Dieser Phänotyp zeichnet sich durch eine Expression von SMA und durch Ausbildung 
großer Bündel von Aktinfilamenten entlang der Plasmamembran, als Vorbereitung für 
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die Wundkontraktion, aus (Singer et al. 1999). Elektronenmikroskopisch konnte in der 
vorliegenden Arbeit ebenfalls gezeigt werden, dass das Zytoplasma der auf den 
dermalen Äquivalenten kultivierten Stammzellen reich an Bündeln aktinhaltiger 
Filamente ist (Abb. 24F). Die mesenchymalen Stammzellen wiesen also neben der 
verstärkten Expression von SMA und Kontraktion der Kollagengele auch 
elektronenmikroskopisch die Charakteristika von Myofibroblasten auf. Eine Teilnahme 
der mesenchymalen Stammzellen des Knochenmarks an der Wund- bzw. Defektheilung 
nach Differenzierung in Myofibroblasten konnte bereits in mehreren 
Transplantationsstudien gezeigt werden (Singer et al. 1999; Fathke et al. 2004; Silva et 
al. 2005; Yamaguchi et al. 2005; Russo et al. 2006).  
In der vorliegenden Arbeit zeigten die mesenchymalen Stammzellen eine gesteigerte 
SMA-Expression besonders unter direktem Kontakt zur kollagenen Matrix (Abb. 22A, 
D). Elektronenmikroskopisch konnte dargestellt werden, dass die mesenchymalen 
Stammzellen aktiv in das Kollagengel migrieren, da sie an der Kontaktseite zur 
kollagenen Matrix Pseudopodien ausbildeten (Abb. 24D, E). Pseudopodien enthalten 
neben Zytoplasma auch Aktinfilamente, die eine aktive Beweglichkeit erlauben. Die 
Ausbildung von Pseudopodien wird durch chemotaktische Reize wie Temperatur-, 
Ionen- und pH-Wert-Änderungen initiiert. Als Reiz für die Migration in das Kollagengel 
und Ausbildung von Pseudopodien konnte in der vorliegenden Studie die Kultivierung 
mit Luftkontakt verantwortlich gemacht werden. Bei den Negativkontrollen, die ohne 
Luftkontakt kultiviert wurden, kam es nicht zu einer aktiven Migration der 
mesenchymalen Stammzellen in das Kollagengel, sondern die Zellen lagen horizontal 
und spindelförmig auf der kollagenen Matrix und nur feine zytoplasmatische Ausläufer 
ragten in das Kollagen (Abb. 16A, B). Die Fibroblasten in der dermalen Matrix wiesen 
keine SMA-Expression auf, sodass eine Fusion mit Myofibroblasten aus dem 
Kollagengel auszuschließen ist.  
Es konnte also gezeigt werden, dass eine Teilpopulation der mesenchymalen 
Stammzellen an der Kollagenoberfläche in Kontakt mit der kollagenen Matrix und 
Kultivierung mit Luftkontakt mehrschichtig und epidermisähnlich wächst, die andere 
Population durch den Stimulus des Luftkontakts in die kollagene Matrix migriert, 
Pseudopodien ausbildet, sowie das Kollagengel kontrahiert (Abb. 18B und 19A, B). Die 
verstärkte Kontraktion und erhöhte SMA-Expression der mesenchymalen Stammzellen 
nach epigenetischer Modifikation ist am ehesten durch Aktivierung der zuständigen 
Genabschnitte zu erklären, wurde in dieser Studie aber nicht näher untersucht. 
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Studien, die eine Differenzierung der mesenchymalen Stammzellen in Myofibroblasten 
beschreiben, propagieren einen Einsatz der mesenchymalen Stammzellen im 
Wundgebiet zur Unterstützung der physiologischen Wundheilung (Fathke et al. 2004; 
Yamaguchi et al. 2005). Dieser Einsatz muss jedoch kritisch betrachtet werden, da eine 
erhöhte Proliferation und Überstimulation von Myofibroblasten für die Entstehung 
hypertropher Narben und Keloidbildung verantwortlich ist. Eine erhöhte Zellzahl von 
Myofibroblasten und somit erhöhte Kollagenproduktion ist daher generell nicht 
wünschenswert. So wurde bereits darauf aufmerksam gemacht, dass zur 
Gewebsregeneration eingesetzte Stammzellen aus dem Knochenmark die Entstehung 
von Organfibrosen begünstigen (Russo et al. 2006). Die Injektion bzw. Transplantation 
mesenchymaler Stammzellen in Wundgebiete bzw. Nekroseareale muss daher kritisch 
betrachtet werden, da Funktionen der Zellen zum jetzigen Zeitpunkt nicht hinreichend 
bekannt sind. Zudem unterstreichen die Ergebnisse dieser Arbeit, wie wichtig 
Untersuchungen zum Verhalten von Zellen unter gewebsspezifischen Bedingungen in 
vitro sind, um mögliche Effekte transplantierter oder injizierter Zellen besser abschätzen 
zu können. 
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5. Zusammenfassung 
Die vorliegende Arbeit untersuchte die keimblattüberschreitende epidermale 
Differenzierung humaner mesenchymaler Stammzellen in vitro in einem 
dreidimensionalen, organotypischen Kultivierungssystem der Haut. Die eingesetzten 
Differenzierungsstimuli in diesem Modell waren die Interaktion der mesenchymalen 
Stammzellen mit dermalen Stromazellen, der dermalen Matrix aus Kollagen, 
Wachstumsfaktoren des Keratinozyten-Mediums, sowie dem besonderen Stimulus der 
Kultivierung mit Luftkontakt. Diese gewebsspezifische Kultivierung erlaubte die 
Charakterisierung der hMSC ohne Zellfusionsartefakte. 
Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit konnten zeigen, dass die hMSC in der Lage 
sind, sich den Kulturbedingungen fremder Gewebe anzupassen und, in dem Fall der 
Haut, auch unter diesen gewebsspezifischen Bedingungen ihr multipotentes 
Differenzierungspotential behalten und in der Lage sind, in Adipozyten und 
Osteoblasten zu differenzieren. Diese multipotente Differenzierbarkeit der hMSC unter 
stark variierenden Bedingungen erhöht zudem ihre Attraktivität im Bereich des tissue 
engineering. 
Ebenfalls war es möglich, die humanen mesenchymalen Stammzellen epidermisähnlich 
an der Luft-Medium-Grenze zu kultivieren. Jedoch war das epidermis-ähnliche 
Wachstum nicht begleitet von der Expression epithelialer Antigene, sodass eine 
Differenzierung der hMSC in epidermale Zellen ausgeschlossen werden konnte. Auch 
Modifikationen der Kultivierungsbedingungen, wie die epigenetische Behandlung der 
Zellen mit 5-Azacytidin und Retinsäure sowie der Austausch der kollagenen 
extrazellulären Matrix durch eine Matrix aus Fibrin, trugen nicht zu einer epidermalen, 
keimblattüberschreitenden Differenzierung der hMSC bei. Unter allen 
Kultivierungsbedingungen behielten die hMSC ihren mesenchymalen Phänotyp, was 
sich durch eine persistierende Vimentin-Expression zeigte.  
Die Ergebnisse der Arbeit legten allerdings auch nahe, dass man trotz des Ausbleibens 
der epidermalen, keimblattüberschreitenden Differenzierung der hMSC ihr 
therapeutisches Potential bei Wundheilungsprozessen nicht unterschätzen sollte. So 
bewiesen sowohl immunhistochemische als auch elektronenmikroskopische Analyse, 
dass einige hMSC unter den epidermis-spezifischen Bedingungen sowohl den 
Phänotyp von Myofibroblasten als auch ihre Funktionen, wie z.B. Kontraktion, 
annahmen. Die Kontraktion der kollagenen Matrix durch die differenzierten hMSC sowie 
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ihre Migration in die kollagene Matrix konnten im Detail bei den azellulären Kollagenen 
gezeigt werden. Das Auftreten der Charakteristika von Myofibroblasten wie 
Kontraktilität, SMA-Expression, aktinreiches Zytoplasma und die Ausbildung von 
Pseudopodien wurde insbesondere gesteigert durch die epigenetische Behandlung der 
hMSC.  
Zusammengefasst zeigen die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit, dass die hMSC 
möglicherweise die Wundheilung durch Wundkontraktion und Reorganisation der 
extrazellulären Matrix unterstützen und nicht durch Differenzierung in epidermale 
Zellen.  
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